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Aedes (Stegomyia) aegypti (Diptera, Culicidae) da ilha da Madeira: origem 
geográfica e resistência aos insecticidas 
Gonçalo Filipe Rocha Seixas 
Aedes (Stegomyia) aegypti (Linnaeus, 1762) é o principal vector da febre 
amarela e da dengue assim como um agente de incomodidade. Esta espécie invasora 
está actualmente presente na ilha da Madeira (Portugal). Foi detectada pela primeira vez 
em Outubro de 2005, mas a origem geográfica da população de mosquitos é 
desconhecida. Apesar das medidas de controlo vectorial implementadas na região, Ae. 
aegypti continua a expandir-se. Isto pode ser devido à presença de resistência aos 
insecticidas aplicados no controlo vectorial desta espécie. Assim, os objectivos deste 
estudo foram: (i) avaliar o nível de sensibilidade da população de Ae. aegypti aos 
insecticidas; (ii) caracterizar possíveis mecanismos de resistência envolvidos e; (iii) 
estabelecer a sua origem geográfica através do uso de marcadores de ADN mitocondrial 
(COI e ND4). 
De acordo com os resultados dos bioensaios da OMS, Ae. aegypti da ilha da 
Madeira apresenta alta susceptibilidade ao malatião, com taxas de mortalidade das 
fêmeas expostas de 99.0%. No entanto, a população mostrou um alto nível de 
resistência ao DDT e permetrina, com valores de mortalidade de 29.4% e 33.3%, 
respectivamente. Observou-se também uma marcada resistência à deltametrina, com 
uma taxa de mortalidade de 65.2%. Os ensaios de garrafa do CDC com alfa-
cipermetrina e ciflutrina mostraram uma alta susceptibilidade de Ae. aegypti a estes 
insecticidas, com taxas de mortalidade de 100%. 
A sequenciação do gene do canal de sódio de Ae. aegypti, local alvo dos 
piretróides e DDT, revelou a presença de apenas uma mutação associada à resistência, 
V1016I (mutação kdr). A baixa frequência alélica (6%) desta mutação sugere que outros 
mecanismos podem estar presentes na resistência a estes insecticidas. 
Ambos os genes COI e ND4 apresentaram níveis baixos de variabilidade 
genética consistente com a recente introdução de Ae. aegypti na ilha. Observou-se dois 
haplótipos mitocondriais. A rede de haplótipos de ambos os genes sugere dois cenários 
para o estabelecimento de Ae. aegypti na região: i) ocorreram pelo menos duas 
introduções independentes correspondendo a cada haplótipo; ii) o estabelecimento de 
ambos os haplótipos ocorreu simultaneamente, no mesmo evento de colonização. 
Baseado na distribuição geográfica dos haplótipos e da mutação kdr observada na ilha, 
assim como a população humana migrante da Madeira, o Brasil e a Venezuela são os 
locais mais prováveis de origem da população de Ae. aegypti local. 
A frequência dos alelos kdr e análise filogeográfica suportam a hipótese de que a 
resistência a insecticidas detectada na população da ilha da Madeira já existia na 
população de Ae. aegypti que colonizou a região. 
PALAVRAS-CHAVE: Aedes aegypti, resistência a insecticidas, marcadores 




Aedes (Stegomyia) aegypti (Diptera, Culicidae) from Madeira Island: geographical 
origin and insecticide resistance 
Gonçalo Filipe Rocha Seixas 
Aedes (Stegomyia) aegypti (Linnaeus, 1762) is the primary vector of urban 
yellow fever and dengue viruses as well as a nuisance agent. This invasive species is 
currently present in Madeira Island (Portugal). It was first detected in October 2005 but 
the geographic origin of this mosquito population is unknown. Despite the vector 
control measures implemented in the region, Ae. aegypti, seems to be spreading. This 
may be due to the presence of resistance to insecticides.  
The aims of this study were: (i) to measure the susceptibility level of Ae. aegypti 
population to insecticides; (ii) to characterize possible resistance mechanisms involved 
and; (iii) to establish the geographical origin of Ae. aegypti present in Madeira Island 
through the use of mitochondrial DNA markers (COI and ND4).. 
According to WHO bioassay results, Ae. aegypti from Madeira island  presents 
high susceptibility to malathion, with mortality rates of exposed females of 99.0%. 
However, the population showed a high resistance level to DDT and permethrin, with 
mortality values of 29.4% and 33.3%, respectively. There was also a marked resistance 
to deltamethrin, with a mortality rate of 65.2%. The CDC bottle assays with alpha-
cypermethrin and cyfluthrin showed a high susceptibility of Ae. aegypti to these 
insecticides, with mortality rates of 100%.  
Sequencing of the DDT/pyrethoid insecticide target site at the voltage-gated 
sodium channel gene of Ae. aegypti identified the presence of only one resistance-
associated mutation, V1016I (kdr-mutation). This mutation showed a reduced allele 
frequency (6%), which suggests the presence of other insecticide resistance mechanisms 
rather than kdr. 
Both COI and ND4 presented low levels of nucleotidic variability, consistent 
with a recent introduction of Ae. aegypti in the island. Two mitochondrial haplotypes 
were found. The haplotype network of the COI and ND4 genes suggest two scenarios 
for the establishment of Ae. aegypti in the region: i) two independent introductions 
corresponding to each haplotype; ii) the establishment of both haplotypes 
simultaneously at the same colonization event. Based on the geographic distribution of 
the haplotypes and the kdr-mutation detected in the island, and the origin of the migrant 
human population of Madeira, Brazil and Venezuela are the most likely source-places 
of the local Ae. aegypti. 
The frequency of the kdr alleles and the phylogeographic analysis support the 
assumption that the resistance to insecticides detected in the population of Madeira 
Island already exist in the individuals that colonized the region. 
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1.1. O mosquito Aedes aegypti 
Aedes (Stegomyia) aegypti (Linneaus, 1762) pertence à ordem Diptera, 
subordem Nematocera e família Culicidae (Tabela 1), esta última um dos grupos de 
artrópodes com maior importância médica e veterinária. Esta família inclui cerca de 
3500 espécies e subespécies distribuídas por todos os continentes, excepto na Antártica 
e em algumas ilhas, podendo ser encontradas abaixo do nível do mar até altitudes 
superiores a 3000 metros (Marquardt, 2010). A família dos culicídeos subdivide-se em 
três subfamílias: Anophelinae, Culicinae e Toxorhynchitinae. Os géneros Anopheles, 
Culex e Aedes são aqueles que apresentam maior número de espécies e subespécies com 
relevância para a saúde humana.  
Tabela 1. Posição sistemática do género Aedes de acordo com a classificação de 









As formas adultas de Ae. aegypti, tal como os restantes membros da Familia 
Culicidae, apresentam um par único de asas, característica partilhada pela maior parte 
dos Diptera. Tal como em qualquer outra espécie de culicídeo, machos e fêmeas 
distinguem-se pelas antenas plumosas, no caso dos machos, e pilosas no caso das 
fêmeas (Figura 1). Os machos alimentam-se apenas de néctares. As fêmeas, para além 
de néctar, necessitam também de refeições sanguíneas periódicas para o 
desenvolvimento dos seus ovos. Apenas as espécies da subfamília Toxorhynchitinae e 
escassas espécies das restantes subfamílias não partilham esta característica. Espécies 
cujas fêmeas são capazes de efectuar, pelo menos, uma postura de ovos sem necessitar 
de ingerir uma refeição sanguínea são denominadas de autogénicas. Todo o mosquito 
adulto fêmea utiliza o seu proboscis (Figura 3), uma estrutura composta por vários 
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estiletes, para efectuar a sua refeição sanguínea (Figura 2). Os mosquitos são 
designados de solenofágicos (“capillary feeders”) por se alimentarem directamente a 
partir dos capilares sanguíneos. No processo de procura do capilar e durante a ingestão 
de sangue, o mosquito injecta saliva no hospedeiro. Esta saliva contém substâncias 
anestesiantes e anticoagulantes. É também durante a inoculação de saliva que ocorre a 
transmissão de vírus e outros agentes patogénicos para um novo hospedeiro. O facto de 
os mosquitos adultos fêmeas serem hematófagos é que os torna importantes vectores de 
doenças e agentes de incomodidade (Capinera, 2008). Entre as doenças transmitidas por 
mosquitos destacam-se a malária, febre amarela, dengue, filarioses, entre outras.  
 
 
Figura 1. – Representação em mosquitos das antenas plumosas dos machos e antenas pilosas das 
fêmeas. Adaptado de WHO (1992). 
 
Figura 2. – Representação de um corte transversal do probóscis de um mosquito fêmea. 







Figura 3. - Anatomia interna geral de um mosquito fêmea. Adaptado de Service & Townson 
(2002). 
Aedes aegypti é considerado o principal vector de três importantes doenças virais 
– dengue (vírus da família Flaviviridae, género Flavivirus, DENV), febre amarela 
(vírus da família Flaviviridae, género Flavivirus, YFV) e chikungunya (vírus da família 
Togaviridae, género Alphavirus, CHIKV). Trata-se de um mosquito de cor escura de 
fácil identificação, visto que apresenta no seu tórax, nomeadamente no escudo, escamas 
brancas dispostas em linhas laterais longitudinais formando um desenho que lembra 
uma lira (Figura 4). 
 
Figura 4.- Imagem do mosquito Aedes aegypti. Retirado de 
www.britannica.com/EBchecked/media/116888/Aedes-aegypti-mosquito-a-carrier-of-yellow-fever-and-
dengue; Acedido em 7 de setembro de 2011. 
Labrum
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Aedes aegypti caracteriza-se por ser uma espécie com hábitos sinantrópicos 
(vivem próximos de habitações humanas), endofílicos (repousam no interior de 
habitações/instalações animais) e antropofílicos (apresentam preferência por se 
alimentarem em humanos) (Jansen e Beebe, 2010). Assim, as fêmeas alimentam-se 
preferencialmente em humanos, sendo que, se necessário, também se poderão alimentar 
noutros vertebrados. Estas apresentam actividade de picada diurna e podem alimentar-
se, fora ou dentro das habitações, num ou em vários hospedeiros durante o mesmo ciclo 
gonotrófico (tempo que decorre desde o início da procura de um hospedeiro para 
efectuar a refeição sanguínea até à postura dos ovos) (Jansen e Beebe, 2010). O padrão 
de picada apresenta em regra dois picos de actividade: um a meio da manhã e outro ao 
final da tarde (Halstead, 2008). Os locais preferidos para o repouso dos adultos são, 
geralmente, abrigados e escuros. A esperança média de vida das fêmeas é 
aproximadamente de 8-15 dias e para os machos de 3-6 dias, dependendo de vários 
factores como a humidade, nutrição e temperatura ambiente (Donalísio e Glasser, 
2002). A dispersão dos adultos é habitualmente limitada, aproximadamente 30-50 
metros por dia para as fêmeas, o que significa que uma fêmea raramente visita mais do 
que duas ou três casas na sua vida (Reiter et al., 1995). A distância percorrida pelas 
fêmeas pode estar relacionada com a disponibilidade de criadouros e por isso esta pode 
ser muito mais longa (Halstead, 2008). 
 
1.1.1. Ciclo biológico de Aedes aegypti 
Como todos os mosquitos, Ae. aegypti apresenta uma fase imatura aquática e 
uma fase adulta aérea (Figura 5). O ciclo inicia-se com a oviposição, durante a qual a 
fêmea deposita os seus ovos individualmente em águas paradas e limpas, 
preferencialmente em criadouros feitos pelo Homem. Nestes incluem-se, 
frequentemente, vasos de plantas, pneus, baldes ou qualquer recipiente que se encontre 
dentro ou na periferia do domicílio. Os ovos são colocados na superfície da água ou 
perto dela, demorando dois a três dias a eclodir (Wong et al., 2011). Estes ovos têm 
uma particularidade importante: resistem à dessecação durante longos períodos de 
tempo e eclodem quando submergidos em água. Destes ovos eclodem larvas de 
primeiro estado, que se alimentam da matéria orgânica presente no criadouro, e sofrem 
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três mudas até atingirem o quarto estado de desenvolvimento. A larva em último estado 
sofre uma metamorfose transformando-se em pupa. À temperatura de 25ºC o período 
larvar dura, em média, sete a nove dias. O mosquito permanece na fase de pupa cerca de 
dois dias. Nesta fase, considerada de quiescente, os culicídeos não se alimentam mas 
movimentam-se, geralmente, em resposta a estímulos. Das pupas emergem os 
mosquitos adultos, que vão copular e alimentar-se de néctares açúcarados (machos e 
fêmeas) e, no caso das fêmeas, de refeições sanguíneas. 
 
Figura 5. - Representação do ciclo biológico de Ae. aegypti. Adaptado de 
www.trbunadonorte.com.br/noticia/dengue-transmissao-facil-combate-dificil/176665; acedido em 7 de 




1.1.2. Origem e distribuição actual  
A espécie Ae. aegypti é originária de África, onde a sua forma silvática e 
ancestral, Aedes aegypti formosus, é enzoótica nas regiões Central e Oriental. Esta 
forma silvática é considerada um mosquito não antropofílico e apresenta reduzida 
importância médica. Uma forma mais clara de Ae. aegypti tornou-se doméstica e mais 
adaptada ao habitat humano, sendo abundante em aldeias e cidades na África Ocidental, 
onde é conhecida como Ae. aegypti aegypti, o vector de epidemias urbanas de febre 
amarela. Devido à sua capacidade de procriar em águas armazenadas para consumo ou 
para higiene pessoal, e aos ovos resistentes à dessecação, Ae. aegypti aegypti é capaz de 
sobreviver às longas viagens marítimas, o que terá facilitado a sua introdução nos 
continentes Asiático e Americano. É provável que esta introdução tenha começado 
depois das viagens feitas pelos portugueses, na época dos Descobrimentos. O 
estabelecimento de rotas comerciais ao largo do Cabo da Boa Esperança entre a Europa, 
a Índia e o Extremo Oriente, a expansão colonial Europeia pelas Américas durante o 
século XVI e o início do tráfico de escravos (Halstead, 2008), contribuiram 
decididamente para a expansão geográfica desta espécie. Assim, durante os séculos XV-
XVII a espécie deverá ter invadido o Novo Mundo distribuindo-se não só pelas zonas 
costeiras como também pelo interior do continente. Colonizou toda a América do Sul e 
existem registos que a colocam em áreas tão a Norte como Filadélfia ou Nova Iorque 
(Lounibos, 2002). Pensa-se que durante o mesmo período tenha atingido a Península 
Ibérica onde permaneceu até aos meados do século passado (Costa et al., 1956; Ribeiro 
e Ramos, 1999; Eritja et al., 2000; Almeida, et al., 2008). Presume-se que Ae. aegypti  
tenha chegado à Austrália com a primeira frota em 1787, atingindo a Ásia apenas no 
século XIX (Lounibos, 2002). 
Assim, a partir da sua origem afro-tropical Ae. aegypti apresenta, actualmente, 
uma distribuição cosmotropical. No presente, tal como no passado, esta expansão está 
relacionada com a actividade humana. O Homem favorece esta dispersão e 
estabelecimento de populações destes mosquitos através da disponibilidade de 
criadouros larvares (baldes, pneus, contentores artificiais), através de transporte 
marítimo ou aéreo de ovos para outros lugares do mundo, e através do aumento da 
urbanização sem condições sanitárias, gerando as situações ideais para a criação destes 
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mosquitos (Jansen e Beebe, 2010). A actividade humana é portanto determinante para a 
proliferação e disseminação das populações de Ae. aegypti (Williams et al., 2010).  
Embora Ae. aegypti fosse comum na região da bacia do Mediterrâneo antes da 
Segunda Guerra Mundial, desapareceu do sul da Europa e do norte de África no período 
de pós-guerra. A explicação para tal não é muito clara, embora este desaparecimento 
esteja provavelmente relacionado com os esforços para erradicação da malária e com o 
uso generalizado de DDT (Jansen e Beebe, 2010). 
Nos últimos 25 anos, tem havido um aumento da área de distribuição de Ae. 
aegypti e da actividade epidémica do vírus da dengue. A emergência e reemergência da 
actividade epidémica destas doenças causaram muito debate em relação ao potencial 
papel do clima e das alterações climáticas na mudança da epidemiologia da doença. 
Vários estudos retratam o papel do clima (condições padrão das condições 
meteorológicas ao longo do tempo) e das condições meteorológicas (eventos locais 
diários na atmosfera) na determinação da distribuição geográfica futura de Ae. aegypti 
(Beebe et al., 2009). No entanto, a natureza doméstica desta espécie exerce, 
provavelmente, mais influência na sua distribuição do que o clima ou as suas variáveis 
(Jansen e Beebe, 2010). 
 
1.1.2.1. Aedes aegypti na ilha da Madeira 
A espécie Ae. aegypti foi identificada pela primeira vez na ilha da Madeira em 
2005 (Margarita et al., 2006), não existindo algum registo anterior em estudos 
realizados entre 1977-1979 (Capela, 1981). No decurso de queixas efectuadas pela 
população humana da freguesia Santa Luzia da cidade do Funchal, e após a 
identificação de um elevado número de pacientes que recorriam aos serviços de saúde 
com sobre lesões dermatológicas devidas a picadas de insectos, a presença de Ae. 
aegypti foi pela primeira vez assinalada na região. 
O controlo vectorial que foi implementado na ilha da Madeira, após o registo da 
presença desta espécie, baseia-se fundamentalmente na redução dos criadouros larvares, 
utilização de insecticidas para formas imaturas e adultas, e educação para a saúde com o 
objectivo de elucidar a população sobre métodos de protecção pessoal e de estratégias 
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para a limitação da proliferação do mosquito. No entanto, a população de Ae. aegypti 
continua em expansão (Almeida et al., 2007). Durante três anos (2006-2008), a 
população de Ae. aegypti espalhou-se na cidade do Funchal e, em 2008, foi detectada 
em dois municípios vizinhos: Câmara de Lobos (Oeste) e Caniço (este) (Gonçalves et 
al., 2008). 
Até aos dias de hoje não há registo, na região autónoma da Madeira, de casos 
autóctones de arboviroses transmitidas por esta espécie de mosquito. No entanto, à 
semelhança do que aconteceu, em 2009, em Cabo Verde, a possibilidade de ocorrência 
de um surto arbovírico parece plausível (WHO, 2009b). De igual modo, o risco de 
reintrodução desta espécie no sul da Europa onde as condições climáticas são favoráveis 
para o seu estabelecimento, é um cenário possível. Isto é devido ao tráfico marítimo e 
aéreo que ocorre entre a ilha, Portugal continental e outros países Europeus, fruto do 
turismo, principal fonte de receitas da região (Almeida et al., 2007).  
 
1.1.3. Importância médica de Aedes aegypti 
Como referido anteriormente, Ae. aegypti é o principal responsável pela 
transmissão de várias doenças, entre elas a febre amarela e a dengue, sendo também um 




O vírus da dengue é um grande problema de saúde pública em regiões tropicais 
(Figura 6) causando anualmente 50 a 100 milhões de casos de febre de dengue e 
500,000 casos de febre hemorrágica de dengue (FHD) (Gubler, 1998, Sylla et al., 2009). 
Nos trópicos é a segunda mais importante doença transmitida por vectores (a seguir à 
malária) e globalmente, a FHD é também uma das principais causas de hospitalização e 
morte. Durante o século XX, a área geográfica afectada pela dengue aumentou, sendo 
na actualidade o arbovírus mais distribuído pelo mundo. A expansão da dengue desde a 
Segunda Guerra Mundial está ligada ao ressurgimento de Ae. aegypti como resultado da 
redução dos programas de controlo, do crescimento da população de refugiados e 
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urbanizações, e do aumento do tráfego comercial (Halstead, 1992). Paralelamente, o 
transporte internacional de pneus usados, contendo ovos de Aedes albopictus (Skuse, 
1894), e a introdução desta espécie em novos territórios, terá igualmente contribuído 
para expansão da doença.  
Até ao momento não existe uma vacina disponível nem tratamento curativo, e a 
única forma de impedir a morte, em casos severos, é a detecção precoce da doença. 
Assim, a única forma de prevenir a doença baseia-se no controlo vectorial 
(Vanlerberghe et al., 2011). 
 
Figura 6. – Representação dos países ou áreas em risco de transmissão de dengue (regiões 
situadas entre as linhas negras). Laranja – países ou áreas onde já ocorreram surtos de dengue. Retirado 
de http://www.who.int/ith/en/. Acedido em 7 de setembro de 2011. 
 
1.1.3.2. Febre amarela 
A febre amarela foi, durante muitos anos, a infecção arboviral humana mais 
importante. Desde o Século XV que têm sido descritas epidemias com sintomatologia 
semelhante à febre amarela em regiões da América Central e do Sul, e na África 
Ocidental (Figura 7) (Solomon e Mallewa, 2001). Em meados de 1960, havia 150 casos 
reportados globalmente por ano. Em 1990, o número de casos já rondava os 2500, sendo 
que 90% dos casos ocorriam em África (Monath et al., 1997a). Na Ásia, apesar da 
ampla distribuição de Ae. aegypti, não existem registos de surtos desta arbovirose. Para 
tal facto têm surgido várias explicações, entre elas a existência de diferenças entre as 
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populações de Ae. aegypti, a possibilidade de ocorrer mecanismos de imunidade 
cruzada com o vírus da dengue, e os obstáculos geográficos e demográficos, que tendem 
a confinar a febre amarela a áreas remotas de África e da América do Sul (Monath et 
al., 1997b). 
Apesar da disponibilidade de uma vacina eficaz, a febre amarela é considerada 
uma doença reemergente devido ao aumento da sua incidência nos últimos 25 anos 
(Barrett e Higgs, 2007). 
 
Figura 7. – Representação dos países ou áreas em risco de transmissão da febre amarela (a 
laranja). Retirado de http://www.ihatetaxis.com/medical/yellowfever; Acedido em 7 de setembro de 2011. 
 
1.1.3.3. Chikungunya 
A primeira epidemia deste vírus verificou-se na África Oriental de 1952 a 1953 
(Robinson et al., 1955). Entre 1954 e 1986, o vírus Chikungunya foi a causa de 
epidemias em países asiáticos tais como as Filipinas, Tailândia, Camboja, Vietname, 
Índia, Burma, Siri Lanka e Indonésia (Mackenzie et al., 2001). 
O vírus chikungunya chegou às ilhas do Oceano Índico entre fevereiro de 2005 e 
Março de 2006, onde a doença afectou 244000 habitantes da ilha francesa de Reunião, 
localizada ao largo da costa este de Madagáscar (Cavrini et al., 2009). 
A infecção é enzoótica (doença animal característica de uma localidade ou 
constantemente presente nela) nas regiões tropicais de África e Ásia (Figura 8) e o vírus 
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é transmitido por mosquitos que pertencem ao género Aedes: Ae. aegypti e Ae. 
albopictus. Esta última espécie é abundante e amplamente distribuída em áreas urbanas 
da Europa e dos Estados Unidos da América (EUA) tendo sido o vector responsável 
pelo recente surto de doença ocorrido em Itália (Cavrini et al., 2009). 
 
Figura 8. – Representação da distribuição geográfica do vírus chikungunya. Países com 
actividade endémica do vírus a vermelho. Retirado de 
http://www.mosquitaire.it/cms/website.php?id=/en/tigermosquitos/chikungunya.htm. Acedido em 7 de 
setembro de 2011. 
 
1.2. Estudos genéticos populacionais 
A capacidade de adaptação de um organismo depende da sua variabilidade 
genética. A informação acerca da variação genética dentro e entre as populações é 
importante para compreender a história evolutiva de populações de mosquitos e a 
epidemiologia das doenças por estes transmitidas (Yan et al., 1998). O estudo da 
estrutura genética de populações é essencial para o entendimento da dinâmica das 
populações de Ae. aegypti e para a análise de factores responsáveis pela sua adaptação 
ecológica (Hiragi et al., 2009). 
No seu sentido mais amplo, a genética populacional é o estudo das diferenças 
genéticas que ocorrem naturalmente entre os organismos. As diferenças genéticas entre 
os organismos da mesma espécie designam-se de polimorfismos genéticos, enquanto 
que as diferenças genéticas que se acumulam entre espécies constituem a divergência 
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genética. Assim, a genética populacional engloba o estudo destes dois tipos de 
variabilidade, levando especialistas a desenvolver métodos para a quantificar e a 
explicar a sua origem, a sua manutenção e importância para a evolução. É sobre a 
variabilidade genética de uma população que irão actuar diversos fenómenos 
biológicos: mutação, deriva genética, migração, e selecção natural, fenómenos estes 
responsáveis pela adaptação, especiação e evolução das espécies (Hartl, 2000). Para o 
estudo destes fenómenos utiliza-se uma variedade de marcadores moleculares, cada um 
com as suas vantagens e desvantagens. Um marcador molecular é uma porção de ácido 
nucleico (e.g. ADN), ou o produto de uma porção de ácido nucleico (proteínas) do 
organismo em estudo. Um marcador para ser considerado bom e informativo deve ser 
variável, abundante, e de comportamento previsível em relação à sua taxa de mutação, 
padrão de herança e localização cromossómica, e de fácil análise (de Meeûs et al., 
2007). Entre estes marcadores encontramos marcadores citoplasmáticos (e.g. ADN 
mitocondrial), marcadores nucleares dominantes (e.g. RAPD), marcadores nucleares co-
dominantes (e.g. isoenzimas e microssatélites) (de Meeûs et al., 2007). A escolha do 
marcador depende do objectivo do estudo, do nível de observação desejada e da espécie 
estudada (Roderick, 1996).  
É com base em estudos de genética populacional que se tem avaliado a estrutura 
populacional de Ae. aegypti ao longo da sua área de distribuição, estimando taxas de 
dispersão a níveis micro e macrogeográficos e analisado os padrões de expansão desta 
espécie (Wallis et al., 1984; Huber et al., 2002). Estudos similares mostraram que os 
factores sociais, ambientais e as intervenções humanas (urbanização, medidas de 
controlo) afectam a estrutura populacional deste vector (Scarpassa et al., 2008), 
fornecendo novas ferramentas para melhorar a vigilância e controlo vectorial desta 
espécie. Este tipo de estudos permitem ainda elucidar como características genéticas de 
populações de mosquitos podem estar relacionadas com a competência vectorial e/ou a 
resistência a insecticidas (Paduan et al., 2006). Similarmente, estudos comparativos 
entre características comportamentais e moleculares são efectuados com o objectivo de 
desenvolver estratégias inovadoras de controlo. No âmbito de todos estes tipos de 
abordagem, Ae. aegypti é uma das espécies mais estudadas (Paduan et al., 2006; Paupy 
et al., 2010). 
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De entre os marcadores moleculares utilizados em estudos de genética 
populacional de Ae. aegypti, dar-se-á particular relevância ao ADN mitocondrial.  
 
1.2.1. ADN mitocondrial  
O ADN mitocondrial animal tem uma estrutura circular, aproximadamente de 
16000 pb (Figura 9), codificando, geralmente, genes envolvidos na tradução 
mitocondrial, transporte de electrões e fosforilação oxidativa (Ballard e Rand 2005). A 
sua elevada taxa de evolução e o seu tamanho efectivo permite a recuperação do padrão 
da história evolutiva da espécie sem grandes esforços de sequenciação (Hurst e Jiggins 
2005).  
 
Figura 9. – Representação esquemática do ADN mitocondrial de Ae. aegypti com referência à 




O ADN mitocondrial é útil para inferir relações filogenéticas, para determinar 
padrões de genética populacional e de evolução molecular, tendo sido utilizado como 
marcador molecular em estudos de ecologia de insectos (Behura, 2006). O ADN 
mitocondrial tem uma estrutura haplóide, é herdado maternalmente, não apresenta 
recombinação e replica-se independentemente do genoma nuclear. Mais ainda, tem uma 
diferente taxa de evolução, dez vezes mais rápida do que o ADN nuclear, facilitando a 
determinação de filogenia entre organismos relacionados, independentemente de efeitos 
de adaptação e/ou selecção (Krzywinski et al., 2006). Os padrões de variação nas 
frequências de haplótipos de ADN mitocondrial podem ser usados para estimar taxas de 
fluxo genético entre populações, tamanho efectivo da população e sua história evolutiva 
(Gorrochotegui-Escalante et al., 2000; Avise, 2009).  
O facto do ADN mitocondrial ser herdado maternalmente leva a que a 
diferenciação desta molécula equivalha a estudar uma população de fêmeas. Isto, 
combinado com o facto de o ADN mitocondrial ser haplóide, faz com que o tamanho 
efectivo da população estudada seja quatro vezes menor do que quando se utiliza um 
marcador nuclear diplóide (Haavie et al., 2000). 
O complexo do enzima dinucleótido de nicotinamida e adenina desidrogenase 
(NADH) é composto por um número vasto de subunidades, muitas das quais 
codificadas pelo ADN mitocondrial (Paduan e Ribolla, 2008). Entre os genes 
mitocondriais, o gene da subunidade quatro do enzima dinucleótido de nicotinamida e 
adenina desidrogenase (ND4) já mostrou ser um excelente marcador para analisar a 
variabilidade genética e inferir eventos de colonização em várias populações de Ae. 
aegypti (Gorrochotegui-Escalante et al., 2002; Bosio et al., 2005; Costa-da-Silva et al., 
2005; Herrera et al., 2006; Bracco et al. 2007; Paduan e Ribolla, 2008; Urdaneta-
Marquez, et al., 2008).  
A subunidade um do citocromo c oxidase (COI) é a catalisadora terminal na 
cadeia respiratória mitocondrial e está envolvida no transporte de electrões e na 
translocação de protões através da membrana. O gene COI é um dos marcadores 
mitocondriais utilizados, habitualmente, para estudos genéticos evolutivos porque é o 
maior dos genes que codifica as subunidades das citocromo oxidase mitocondriais 
(Clary e Wolstenholme, 1985; Beard et al., 1993). Para além disso, a correspondente 
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sequência proteica contém, não só, domínios funcionais muito conservados como 
regiões variáveis. 
O gene COI tem sido utilizado em estudos intra- e interespecíficos de mosquitos 
Aedes (Walton et al., 2000; Cook et al., 2005). Beebe e colaboradores (2005) sugerem 
que o gene COI é uma ferramenta viável para o estudo da diversidade genética e da 
expansão de Ae. aegypti assim como para a delineação do seu percurso expansionário e 
monitorização de incursões para novas regiões geográficas. 
Embora o ADN mitocondrial seja um excelente marcador, o seu uso não é 
totalmente isento de dificuldades. A demonstração recente da presença de pseudogenes 
mitocondriais no genoma nuclear de vários organismos é, para estudos populacionais, 
uma realidade indesejada. Os pseudogenes nucleares mitocondriais (Numts – “nuclear 
mitochondrial pseudogenes”) são uma fonte potencial de contaminação durante a 
amplificação de ADN. Esta possibilidade exige uma interpretação cuidada dos 
resultados que apresentem heteroplasmia (Parr et al., 2006). Os Numts resultam de 
translocações de sequências do genoma mitocondrial para o genoma nuclear e que, uma 
vez integradas, constituem sequências não funcionais que acumulam mutações 
livremente. O perigo de amplificar o Numt além de, ou em vez de, a sequência alvo de 
ADN mitocondrial pode confundir seriamente as análises filogenéticas e de genética 
populacional (Sorenson e Quinn, 1998; Bensasson et al., 2001). A sua presença pode-se 
manifestar de várias maneiras incluindo: bandas fantasma na PCR, bandas extra nos 
perfis de restrição, sequências ambíguas e localização filogenética inesperada (Hlaing et 
al., 2009). No entanto, é possível resolver este problema através da clonagem das 
sequências com ambiguidades, certificando assim a fidedignidade do resultado.  
 
1.3. Controlo vectorial de Aedes aegypti 
No geral, as doenças transmitidas por mosquitos reemergiram como um 
problema significativo de saúde pública devido a vários factores: a falta de progressos 
no desenvolvimento de vacinas, a emergência de resistências aos fármacos por parte dos 
agentes patogénicos, o aumento da resistência dos mosquitos aos insecticidas e o 
declínio das condições socioeconómicas em vários países que limita a monitorização 
destas doenças e os esforços para o controlo vectorial (Gubler, 1998). 
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Ao longo da história, o controlo de populações de Ae. aegypti é rico em 
insucessos e sucessos como por exemplo, no caso do Vietname (Kay e Nam, 2005) em 
que a utilização de mesociclopes predadores de larvas de mosquito está a reduzir 
efectivamente a transmissão de dengue naquele país. Os esforços para erradicar os 
vectores de dengue nas Américas resultaram na eliminação de populações de Ae. 
aegypti da maioria dos neotrópicos em 1970. No entanto, após a interrupção destes 
programas seguiram-se várias reintroduções que levaram ao restabelecimento das 
populações vectoras (Morrison et al., 2008). Actualmente, o principal objectivo da 
maioria dos programas de controlo é reduzir o mais possível a densidade das populações 
de vectores e mantê-las a níveis baixos. Também podem ser feitos esforços, onde 
exequíveis, para reduzir a longevidade dos mosquitos fêmeas adultos através do uso de 
insecticidas, com o objectivo de reduzir o risco de transmissão de doenças. Ao escolher 
o método, ou a combinação de métodos, de controlo, deve-se considerar a ecologia e o 
comportamento da espécie alvo, os recursos disponíveis para a sua implementação, o 
contexto cultural/social e económico no qual as medidas de controlo vão ser aplicadas, 
assim como a viabilidade de aplicá-las em tempo útil e sustentá-las pelo período 
necessário. Os métodos de controlo vectorial recomendados para Ae. aegypti incluem a 
eliminação ou gestão de criadouros larvares, aplicação de larvicidas químicos, uso de 
agentes biológicos e a aplicação de adulticidas (WHO, 2009a). 
 
1.3.1. Controlo ecológico 
O controlo ecológico procura mudar as condições do meio físico e/ou biótico da 
espécie alvo, a fim de torná-lo adverso ao seu desenvolvimento ou proliferação. Este 
tipo de controlo pode ainda ter como objectivo diminuir o contacto entre humanos e o 
vector, o que, por consequência, irá diminuir a exposição do Homem ao agente 
patogénico, contribuindo assim para a diminuição das taxas de transmissão da doença 
em causa (WHO, 2009a).  
Um dos mais eficientes métodos de controlo de Ae. aegypti é feito através da 
eliminação de criadouros que são favoráveis à oviposição e que permitem o 
desenvolvimento das fases imaturas. Embora esta estratégia seja usada com sucesso, 
está limitada ao nível do compromisso da comunidade e ao facto de que por vezes os 
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contentores mais produtivos são, frequentemente, os que não podem ser inutilizados ou 
esvaziados (e.g. poços de reserva de água). Nestes casos, o tratamento com larvicidas é 
permitido e aprovado pela Organização Mundial de Saúde (OMS), podendo ser 
utilizados compostos como o temefos, permetrina, piriproxifeno assim como o biocida 
Bacillus thurigiensis israelensis (Bti) (Goldberg, 1979) (McCall e Kittayapong, 2007). 
 
1.3.2. Controlo biológico 
O controlo biológico envolve a redução de uma população por acção de 
predadores, patogénicos, parasitas, competidores, ou toxinas produzidas por um 
organismo. Este controlo, normalmente, tem a vantagem, sobre os insecticidas 
convencionais, de ser específico para o seu alvo e de causar poucas alterações noutros 
organismos. Além disso, é possível que os agentes biológicos possam fornecer um 
controlo a longo prazo depois de uma única introdução. O controlo biológico tornou-se 
popular em 1900 quando foi introduzido em vários países um peixe predador de larvas 
de mosquito, Gambusia affinis (Baird e Girard, 1853). Entre 1940 e 1950, com a 
descoberta e uso do DDT, os insecticidas tóxicos vieram a substituir este controlo 
biológico. O interesse em usar controlo biológico reemergiu em 1960 quando 
começaram a surgir preocupações sobre a utilização de insecticidas em larga escala 
(Marquardt, 2010). Na actualidade, Bacillus thurigiensis (Bti) e o Bacillus sphaericus 
(Fathy, 2002), são os agentes patogénicos mais utilizados no controlo biológico de Ae. 
aegypti e outros mosquitos vectores de doenças. Na última década a potencialidade de 
copépodes predadores (Mesocyclops spp., Brown et al., 1991; Kay et al., 2002) e de 
fungos entomopatogénicos (Metarhizium anisopliae e Beauveria bassiana, Lord, 2005; 
Thomas e Read, 2007) como agentes patogénicos de mosquitos tem sido largamente 
explorada (Scholte et al., 2003; Scholte et al., 2004), especialmente no que se refere ao 
controlo de populações com elevado nível de resistência aos insecticidas químicos 
(Farenhorst et al., 2009; Kikankie et al., 2010; Howard et al., 2010).  
1.3.3. Controlo genético 
O controlo genético tem como objectivo provocar ou induzir na espécie-alvo 
alterações genéticas desvantajosas para esta ou para o agente etiológico que transmite. 
Em 1955, Knippling propôs o conceito de introduzir insectos estéreis na população 
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como forma de controlar pragas com importância agrícola, tendo-se chamado a esta 
técnica SIT (“sterile insect technique”) (Knippling, 1955). É uma técnica baseada na 
criação em massa, esterilização através de irradiação e libertação de um grande número 
de machos numa determinada área. Estes machos, ao acasalar com fêmeas selvagens 
reduzem a capacidade reprodutiva da população selvagem e por consequência o 
tamanho da população. A erradicação da população selvagem pode ser conseguida com 
a libertação de um número suficiente de machos estéreis por um determinado período de 
tempo. Esta técnica é específica para a espécie e não danifica o ambiente. A resistência 
aos insecticidas da população alvo torna-se irrelevante para o sucesso deste tipo de 
controlo. Outra técnica, também de controlo genético, é a RIDL (“Release of Insects 
Carrying a Dominant Lethal”), criada no ano 2000 por Thomas et al., (2000), que 
incorpora um novo sistema de separação de sexos para a criação mosquitos machos, em 
elevado número. Este método baseia-se na produção de mosquitos transgénicos em que 
as fêmeas apresentam um gene letal, passível de ser reprimido em criação laboratorial 
(para a manutenção da colónia) mas que quando expresso permite apenas a 
sobrevivência dos machos (Jansen e Beebe, 2010). Esta técnica está particularmente 
avançada no desenvolvimento de colónias de Ae. aegypti em que as fêmeas produzidas 
apresentam um fenótipo incapaz de voar devido ao uso de um transgene no promotor do 
músculo que interfere no voo (Fu et al., 2010). 
Uma outra estratégia de controlo está a ser desenvolvida baseada no uso de uma 
bactéria intracelular, endosibionte, Wolbachia. Estudos laboratoriais recentes mostram 
que certas estirpes de Wolbachia podem reduzir a capacidade do mosquito para 
transmitir doenças, inibindo directamente a transmissão do patogénio ou encurtando o 
seu tempo de vida (Hancock et al., 2011). No entanto, a libertação de mosquitos 
infectados com Wolbachia requer um conhecimento detalhado da dinâmica populacional 
de Ae. aegypti nos possíveis locais de acção (Jeffrey et al., 2009). 
 
1.3.4. Controlo químico 
Os químicos permanecem como o mais importante elemento numa abordagem 
integrada ao controlo vectorial. No entanto, o arsenal de insecticidas seguros e rentáveis 
decresceu muito, principalmente devido ao aparecimento de resistências a estes 
compostos e ao abandono do uso de certos produtos por razões de segurança. Os 
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factores económicos também limitaram o investimento na pesquisa e desenvolvimento 
de novos compostos para o controlo de vectores com importância médica (Zaim e 
Guillet, 2002). 
1.3.4.1. Reguladores do crescimento 
Os Reguladores do Crescimento de Insectos (“IGR – Insect Growth Regulator”) 
são compostos químicos que inibem a formação de quitina nos estados imaturos, e 
consequentemente, o seu desenvolvimento. Um destes compostos químicos é o 
pireproxifeno, uma hormona juvenil, análoga à dos insectos, que é activa contra muitos 
artrópodes. Esta técnica tem sido usada para o controlo de pragas na agricultura nos 
últimos 15 anos e é extremamente eficaz contra mosquitos. Utilizada em baixas 
concentrações previne a emergência de Ae. aegypti. Doses muito baixas desta hormona 
podem também afectar os adultos reduzindo a fecundidade e a fertilidade. Tem ainda a 
vantagem adicional de a fêmea adulta contaminada poder transferir doses efectivas do 
referido composto para qualquer criadouro que ela visite (McCall e Kittayapong, 2007). 
Novas fórmulas deste produto têm sido desenvolvidas para prolongar a sua eficácia por 




Os insecticidas têm um importante papel no controlo vectorial de mosquitos, 
permanecendo o principal, e por vezes o único meio de controlar vectores e reduzir a 
transmissão de doenças. Podem ser utilizados na agricultura, indústria e nas habitações 
humanas e é devido à sua utilização que se deve o grande aumento da produção agrícola 
no século XX. Segundo a sua natureza química, origem e modo de actuação, os 
insecticidas podem ser classificados como: 
 Organoclorados – Possuem um efeito neurotóxico exercendo a sua acção por contacto 
e foram os mais utilizados em saúde pública. O organoclorado mais paradigmático é o 
DDT (Dicloro-Difenil-Tricloroetano). Este insecticida foi amplamente utilizado no 
século passado. Nos finais da década de 70, a OMS proibiu a utilização de 
organoclorados devido aos seus nefastos efeitos ambientais e às resistências existentes 
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nos mosquitos. Estes insecticidas são utilizados em pulverizações intradomiciliárias 
podendo permanecer activos durante um ano após a sua aplicação. Actuam nos canais 
de sódio das células das membranas nervosas alterando o impulso nervoso, provocando 
paralisia e, subsequentemente, a morte do insecto; 
 Organofosfatos – Em regra, os insecticidas desta categoria apresentam uma elevada 
toxicidade tanto para os insectos como para os mamíferos, até que, em 1950 foi 
descoberto o malatião, insecticida de largo espectro e baixa toxicidade. Os 
organofosfatos têm como modo de actuação a inibição do enzima acetilcolinesterase 
(AChe) e o bloqueio dos impulsos nervosos. Devido ao aparecimento de resistências aos 
organoclorados, têm sido utilizados como alternativa. No entanto, como a maior parte 
dos insecticidas, os organofosfatos não são específicos de uma espécie, acabando por 
eliminar outras inofensivas; 
 Carbamatos – São insecticidas que também vão inibir a actividade da AChe tal como 
os organofosfatos. Têm sido particularmente utilizados em pulverizações 
intradomiciliárias no controlo da malária em áreas da América Central; 
 Piretróides – Os piretróides constituem a nova geração de insecticidas com uma alta 
toxicidade para insectos e baixa toxicidade para os humanos. São de fácil degradação no 
ambiente, não se acumulam nos ecossistemas e são uma ferramenta importante para a 
luta contra os insectos com importância médica. A descoberta, por volta de 1970, da 
permetrina e da deltametrina, insecticidas com qualidades sem precedentes, incluindo 
larga margem de segurança, levou ao estabelecimento dos piretróides como uma classe 
dominante no mundo dos insecticidas. Em 1995, o uso de piretróides representava 23% 
do mercado internacional de insecticidas (Soderlund, 2008). O local alvo dos piretróides 
é, tal como o DDT, o canal de sódio das membranas das células nervosas (Figura 10). 
São utilizados em pulverizações intradomiciliárias e constituem o único grupo de 
insecticidas licenciados pela OMS para impregnar redes mosquiteiras. Infelizmente, 
existem vários mecanismos descritos de resistência a estes insecticidas, o que torna a 













Figura 10. – Representação do modo de acção dos piretróides nas células nervosas. Adaptado de 




O uso de vários insecticidas em modo rotacional é uma estratégia que poderá ser 
utilizada no futuro de modo a prevenir/atrasar o desenvolvimento e/ou a dispersão de 
resistências (Hemingway et al., 2004). 
 
1.4. Resistências a insecticidas em mosquitos e seus 
mecanismos 
A necessidade de estratégias efectivas na gestão de resistências aos insecticidas é 
cada vez mais premente visto que o número de populações de mosquitos resistentes 
continua a aumentar em todo o mundo, enquanto os recursos referentes a insecticidas 
eficazes estão a diminuir. O desenvolvimento de tais estratégias tem sido apoiado, entre 
outros aspectos, pelos recentes avanços no conhecimento da bioquímica e genética 
molecular dos mecanismos de resistência, assim como, no estudo da ecologia, fisiologia 
e dinâmica populacional das espécies culicídicas. Assim, é geralmente recomendada 
uma estratégia baseada num conhecimento profundo das implicações das resistências 
aos insecticidas candidatos e da biologia e ecologia da espécie vectora em causa. Nesta 
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estratégia deve utilizar-se todos os meios disponíveis não químicos de controlo 
(Georghiou, 1994). 
A resistência é definida como “a habilidade adquirida de uma estirpe de 
organismo para sobreviver a doses de um tóxico que mataria a maioria dos indivíduos 
numa população normal da mesma espécie” (Braga e Valle, 2007). 
A resistência a insecticidas é tipicamente caracterizada por uma variedade de 
alterações moleculares, tais como mudanças transcricionais, amplificação de genes e 
mutações em regiões codificantes, que resultam no aumento da taxa de desintoxicação 
de insecticidas (resistência metabólica) ou na perda de sensibilidade dos seus locais alvo 
(resistência local-alvo) (Vontas et al., 2010) (Figura 11). 
 
Figura 11. - Representação esquemática dos principais mecanismos envolvidos na resistência às 
várias classes de insecticidas. Adaptado de Brogdon e McAllister, 1998. Legenda: Ache – 
acetilcolinesterase; kdr – “knock-down resistance”; IGRs – “Insect Growth Regulators”; DDT - Dicloro-
Difenil-Tricloroetano. 
Estes são os dois principais mecanismos, em populações de mosquitos, que 
conferem resistência aos insecticidas. Casos pontuais de resistência aos insecticidas 
baseados em alterações comportamentais também têm sido descritos (Hayes e Wolf, 
1997) mas a sua existência é de difícil comprovação e normalmente surge em 
combinação com outro mecanismo de resistência (Taylor e Headley, 1975). 
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1.4.1. Resistência metabólica 
Os mecanismos mais comuns de resistência metabólica envolvem esterases, 
glutatião S-transferases (GSTs) e monooxigenases. A maioria dos casos de resistência 
metabólica, mas não todos, pode ser detectada através da comparação do nível da 
actividade destes enzimas entre a população em estudo e uma colónia da mesma espécie 
tipificada como sensível. Na última década, o conhecimento cada vez mais aprofundado 
da base molecular destes mecanismos de resistência tem perspectivado a possibilidade 
de, num futuro próximo, através da manipulação dos padrões de expressão destes 
sistemas enzimáticos, poder-se restaurar a susceptibilidade aos insecticidas em 
populações actualmente resistentes (Hemingway, 2000). 
  A resistência mediada por esterases é comum em vários insectos. As esterases 
tanto produzem uma resistência de amplo espectro aos insecticidas, através de uma 
rápida ligação e consequente sequestração do composto, como produzem uma 
resistência de curto espectro, através do metabolismo de uma restrita classe de 
insecticidas contendo uma ligação éster. Fenómenos de amplificação génica estão, 
frequentemente, na base da resistência mediada por esterases através de mecanismos de 
sequestração do composto insecticida. Por outro lado, a presença de resistência como 
resultado de um aumento da taxa metabólica destes enzimas pode estar associada a 
mutações em genes estruturais. Este mecanismo envolve principalmente a resistência 
aos organofosfatos, nomeadamente, o malatião (Hemingway, 2000). 
As GSTs são membros de uma grande família de enzimas intracelulares 
multifuncionais envolvidas na desintoxicação de compostos endógenos e xenobióticos 
via conjugação do glutatião, desidrocloração, ou pela actividade do glutatião 
peroxidase. As GSTs podem também servir como proteínas de ligação não-enzimáticas 
(conhecidas como ligandinas), participando no transporte intracelular e processos de 
sinalização. Esta diversidade de funções enzimáticas e não-enzimáticas está relacionada 
com a capacidade genética da maioria dos organismos para codificar várias isoformas 
de GST (Che-Mendoza et al., 2009). 
Foram encontrados elevados níveis de actividade de GSTs associados à 
resistência aos insecticidas em vários insectos. Em mosquitos, a resistência metabólica 
mediada por GSTs é o maior mecanismo de resistência ao DDT (Hemingway, 2000). 
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As monooxigenases citocromo P450-dependente formam um importante sistema 
metabólico envolvido na regulação de títulos de compostos endógenos tais como 
hormonas (e.g. esteróides), ácidos gordos. Estão ainda envolvidas no catabolismo e 
anabolismo de xenobióticos tais como drogas, pesticidas e toxinas de plantas. Em 
eucariotas, as P450s encontram-se no retículo endoplasmático e na mitocôndria (Scott, 
1999). 
Nos insectos, as monoxigenases actuam de modo semelhante participando em 
mecanismos associados ao crescimento, desenvolvimento, alimentação, resistência e 
tolerância a insecticidas e toxinas. Além disso, as monooxigenases estão intimamente 
ligadas à síntese e degradação de hormonas de insecto e feromonas. Por exemplo, 
indutores (ou inibidores) das P450s podem produzir mudanças no desenvolvimento, 
morfologia e/ou sobrevivência de insectos holometabólicos, muito provavelmente 
devido à alteração dos títulos de hormonas via indução ou inibição de uma ou mais 
P450s (Scott, 1999). 
A resistência a insecticidas mediada por monooxigenases é possivelmente o 
mais frequente tipo de metabolismo encontrado. A importância das monooxigenases na 
resistência a insecticidas ficou evidente em 1960, quando foi mostrado que a resistência 
ao carbaril podia ser anulada por um inibidor das P450s (Scott, 1999). A desintoxicação 
metabólica é frequentemente associada com a actividade das monooxigenases, 
nomeadamente nos casos de resistência específica aos piretróides. No entanto, esterases 
não específicas e GSTs elevadas também já demonstraram conferir resistência aos 




1.4.2. Resistência por alteração do local alvo 
1.4.2.1. Resistência “knock-down”  
Os canais de sódio são proteínas transmembranares responsáveis pelo rápido 
aumento da fase de potenciais de acção, e são essenciais para a sinalização eléctrica na 
maioria das células. Em resposta à despolarização da membrana, os canais de sódio 
abrem (ou ficam activos) e permitem que os iões de sódio entrem na célula, alterando o 
potencial de membrana. Milissegundos após a activação do canal ocorre a oclusão do 
canal, um processo conhecido como inactivação rápida que é parcialmente responsável 
pela última fase do potencial de acção (Figura 10) (Dong, 2007). 
Devido a este papel importantíssimo na excitabilidade da membrana, os canais 
de sódio são o local alvo de várias neurotoxinas, tais como a tetrodoxina, toxinas de 
escorpião, e batracotoxina, que é produzida por animais e plantas para defesa e 
predação. Piretrinas insecticidas, encontradas em extractos de flores do género 
Chrysanthemum, também actuam nos canais de sódio. De facto, estes são os principais 
alvos do DDT e dos piretróides sintéticos modernos, estes últimos derivados estruturais 
das piretrinas naturais (Dong, 2007). 
O uso intensivo de piretróides no controlo de artrópodes levou ao 
desenvolvimento de resistências a estes compostos. Um importante mecanismo de 
resistência é conhecido como “knock-down resistance” (kdr). Os insectos que exibem 
kdr apresentam uma sensibilidade reduzida do local alvo dos piretróides e DDT, 
resultado de uma ou mais mutações na proteína do canal de sódio do insecto. O 
importante papel dos canais de sódio na resistência a insecticidas levou muitos 
investigadores a estudar a sua estrutura e funcionamento nos insectos (Dong, 2007). 
Os piretróides e o DDT têm como alvo o canal de sódio das membranas das 
células nervosas, que compreende quatro domínios (I-IV), cada um constituído por seis 
hélices transmembranares (S1-S6) (Figura 12). Os piretróides modificam a cinética dos 
canais de sódio, atrasando a activação ou a inactivação do canal (Figura 10). A classe de 
insecticidas piretróides pode ser subdividida em dois grupos: piretróides Tipo I (e.g. 
permetrina) sem grupo alfa-ciano e piretróides tipo II (e.g. deltametrina) que apresentam 
este grupo ciano. Ambos actuam na abertura do canal no potencial de repouso, com 
consequente despolarização da membrana nervosa e o início de descargas repetitivas 
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nos motores e sensores dos axónios. Estas descargas continuadas acabam por causar a 
paralisia e morte do insecto. No entanto, os piretróides classe II prolongam a corrente 
no canal durante o potencial de acção por um maior período de tempo do que os 
piretróides tipo I (Hemingway et al., 2004). 
 
Figura 12. – Representação do canal de sódio, local alvo dos piretróides e DDT. Adaptado de 
Davies et al., 2007. Legenda: P-loop – “phophate-binding loop”; VSD – “voltage sensing domains” 
constitúido pelos S1-S4; PD – “central aqueous pore”, estrutura formada pela S5, S6 e P-loop. 
A kdr ocorre devido à mudança de afinidade entre o insecticida e o seu local 
alvo no canal de sódio. É possível que um número limitado de mutações no local alvo 
possa levar à insensibilidade do nervo. No total, cerca de 20 polimorfismos nas 
sequências de aminoácidos do canal de sódio foram identificados e associados à 
resistência aos piretróides (Hemingway et al., 2004).  
Recentemente, têm sido feitos vários estudos que mostram a associação entre as 
mutações no canal de sódio e a resistência aos piretróides em várias espécies de 
mosquitos (Martinez-Torres et al., 1999; Ranson et al., 2000; Diabate et al., 2004; Lynd 
et al., 2005; Etang et al., 2009; Morgan et al., 2010). Em Ae. aegypti, têm sido 
associadas à resistência por kdr várias mutações no gene do canal de sódio (ver Tabela 
2), no segmento 6 do domínio II, tais como a G923V, L982W, I1011M, I1011V, 
V1016I e V1016G (Martins et al., 2009a; Rajatileka et al., 2008; Brengues et al., 2003; 
Saavedra-Rodriguez et al., 2007), D1794Y entre os segmentos 5 e 6 do domínio IV 
(Chang et al., 2009), e mais recentemente, F1552C e F1534C no segmento 6 do 
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domínio III (Yanola et al., 2010; Harris et al., 2010). No entanto, para a maioria destas 
mutações (G923V, L982W, I1011M, V1016G e D1794Y) ainda existem poucas 























Tabela 2. Representação das mutações kdr identificadas em Ae. aegypti até ao momento e sua distribuição. 
Codão Exão Posição Wyld Type Mutante País Referência 
923 19 IIS5 Gly (G) GGA Val (V) GTA BR; GF; MR Brengues et al., (2003)  
982 20 P Loop Leu (L) TTA Trp (W) TGG VT Brengues et al., (2003) 
1011 20 IIS6 Ile (I) ATA Met (M) ATG BR; GF; MR Brengues et al., (2003) 
1011 20 IIS6 Ile (I) ATA Val (V) GTA TAI; AL Saavedra-Rodriguez et al., (2007); Rajatileka et al., (2008) 
1016 21 IIS6 Val (V) GTA Gly (G) GGA TAI; IND Brengues et al., (2003) 
1016 21 IIS6 Val (V) GTA Ile (I) ATA AL, MX, MR Brengues et al., (2003); Garcia et al., (2009); Marcombe et al., (2009) 
1534 31 IIIS6 Phe (F) TTC Cys © TGC CAI Harris et al., (2010) 
1794 IV entre a S5 e S6 Asp (D) GAC Tyr (Y) TAC TW Chang et al., (2009) 
1552  IIIS6 Phe (F) TTC Cys © TGC TAI Yanola et al., (2010) 
Legenda: Gly – glicina; Val – valina; Leu – leucina; Trp – triptofano; Ile – isoleucina; Met – metionina; Phe – fenilamina; Cys – cisteína; Asp – ácido aspártico; Tyr – 
tirosina; BR- Brasil; GF – Guiana Francesa; MR – Martinica; VT – Vietname; TAI – Tailândia; AL – América Latina; IND – Indonésia; MX – México; CAI – Ilhas 
Caimão; TW – Taiwan. 
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1.4.2.2. Acetilcolinesterase  
A acetilcolinesterase (AChe) é o local alvo dos organofosfatos e carbamatos. 
Esta enzima é a responsável pela degradação da acetilcolina, neurotransmissor que, 
quando presente na fenda sináptica, promove a propagação do impulso nervoso, uma 
vez que provoca a abertura de canais de sódio na célula pós-sináptica. Numa situação 
normal, após o fim do estímulo, a acetilcolina é removida por recaptação ou por 
degradação enzimática, efectuada pela AChe. Os organofosfatos e carbamatos actuam 
inibindo a AChe e, em consequência, a acetilcolina permanece na fenda sináptica e o 
impulso não termina, levando à morte do insecto (Braga e Valle, 2007). Nestes casos, a 
resistência está relacionada com afinidade reduzida da AChe pelo insecticida, o que 
permite a interrupção normal – ou quase – do estímulo nervoso (Brogdon e McAllister, 
1998; Ffrench-Constant et al., 1998; Hemingway, 2000). 
 
1.4.2.3. Receptores do ácido gama-aminobutírico 
Os receptores do ácido gama-aminobutírico (GABA) são o local alvo dos 
ciclodienos e organoclorados. Pertencem a uma superfamília de receptores presentes nas 
junções sinápticas do sistema nervoso central e das sinapses neuromusculares dos 
insectos (Hemingway, 2000). Os insecticidas actuam sobre os receptores GABA, 
impedindo a entrada de iões cloro para o meio intracelular e, com isso, provocando a 
emissão de impulsos espontâneos que levam à contracção muscular, convulsões, 
paralisia e morte (Braga e Valle, 2007). A resistência conferida por insensibilidade do 
receptor GABA aos insecticidas já foi associada com uma mutação num único par de 
bases do receptor que resulta na substituição de um aminoácido (alanina por uma serina) 
(Hemingway, 2000). 
 
1.4.3. Métodos de detecção de resistências a insecticidas 
Existem vários métodos para detectar a existência de resistências a insecticidas 
numa população de mosquitos, tais como os testes padronizados da OMS, os ensaios de 
garrafa do CDC (“Centers for Disease Control and Prevention”), ensaios de aplicação 
tópica, ensaios bioquímicos e técnicas de biologia molecular que identificam a presença 
31 
 
de alterações genéticas que conferem resistência. A nível operacional, na monitorização 
de resistências a efectuar no âmbito de programas de controlo vectorial, os testes 
padronizados da OMS e os ensaios de garrafa do CDC são os métodos de eleição. No 
entanto, estes testes não permitem quantificar com exactidão a dose necessária de 
insecticida que induz a morte do insecto (determinada no caso dos ensaios de aplicação 
tópica). Apresentam ainda a desvantagem de estimarem apenas a proporção de 
resistência fenotípica existente na população vectora, não esclarecendo sobre o tipo de 
mecanismo envolvido na resistência, tal como ocorre nos ensaios bioquímicos e 
técnicas de biologia molecular.  
Os princípios básicos pelos quais se regem os testes da OMS e do CDC são 
idênticos. Ambos são uma ferramenta de vigilância para detectar mudanças na 
sensibilidade aos insecticidas em populações de vectores, determinando a concentração 
do composto e o tempo necessário a que o insecto tem de estar exposto para que ocorra 
a sua morte. No entanto, os testes padronizados da OMS são aplicáveis a formas 
imaturas (larvas) e adultas, enquanto os ensaios com garrafa do CDC são aplicáveis 
apenas a insectos alados. Em ambos os tipos de ensaio, os mosquitos adultos são 
colocados em contacto com o insecticida através da sua introdução em tubos (testes 
OMS) ou garrafas (testes CDC) cujas paredes internas estão cobertas com um papel 
impregnado com o composto a testar (papeis fornecidos pela própria OMS) ou que 
foram revestidas por uma solução insecticida (testes de garrafa do CDC). A absorção do 
insecticida por parte do mosquito é efectuada através do contacto tarsal com as 
superfícies tratadas.  
Os testes da OMS podem ser divididos em dois tipos de ensaio: aqueles em que 
se determina a linha de base de resposta ao insecticida (“baseline test”) e aqueles 
designados de testes diagnóstico. Nos primeiros, grupos de 15 a 25 mosquitos são 
expostos a concentrações crescentes de um determinado insecticida por um período fixo 
de tempo ou, alternativamente, expostos a uma concentração fixa de um composto por 
períodos crescentes de tempo, até um total mínimo de 100 insectos por 
concentração/tempo de exposição. A taxa de mortalidade a cada concentração/tempo é 
determinada e transposta para um papel de probabilidade logaritmíca. É através de uma 
análise de regressão “probit” entre estes dois parâmetros (concentração/tempo de 
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exposição e mortalidade) que se determina a existência ou não, na população vectora 
em estudo, de resistência ao insecticida testado (Figura 13). Em populações 
susceptíveis, é de igual modo através da análise das rectas de regressão entre estas duas 
variáveis que se efectua a estimativa da concentração/tempo de exposição 




Figura 13. Gráfico representativo de uma análise de regressão para susceptibilidade (A), para 
variações sazonais ou tolerância (B) e para resistência parcial (C) na população em estudo. Adaptado de 
WHO (1970). 
 
Nos testes de diagnóstico, os mosquitos a serem ensaiados são expostos a papéis 
impregnados com insecticida, a uma concentração diagnóstico e durante um período de 
tempo definidos pela OMS. Considera-se que a população culicídica em estudo é 
susceptível quando a percentagem de mortalidade em 100 ou mais mosquitos testados 
for superior a 98%, e resistente quando esta percentagem é inferior a 80%. Quando a 
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possibilidade da população ser resistente ao insecticida em estudo, sendo neste caso 
necessário efectuar um teste “baseline”, nos moldes acima mencionados. 
Os ensaios de garrafa do CDC permitem estabelecer os níveis de resistência a 
insecticidas em populações naturais ou colonizadas em insectário, podendo-se testar 
qualquer insecticida a qualquer concentração, de uma forma simples e rápida. Esta 
versatilidade é uma vantagem sobre os testes OMS, para os quais apenas existe 
disponível uma gama limitada de insecticidas às concentrações diagnóstico, sendo a 
aquisição de papéis impregnados com outros compostos ou a concentrações diferentes, 
efectuada apenas através de pedidos excepcionais. Os ensaios de garrafa consistem na 
medição do tempo que leva à morte de um insecto pelo efeito do insecticida. A 
mortalidade obtida nestes ensaios é uma medida do tempo necessário para que o 
insecticida penetre o mosquito, atravesse os tecidos intervenientes, chegue ao local alvo 
e actue. Qualquer mecanismo que previna ou atrase o insecticida de atingir o seu 
objectivo, está a contribuir para a resistência ao insecticida em análise. Nestes testes, 
que apresentam algum paralelismo com os ensaios “diagnóstico” da OMS, grupos de 25 
fêmeas de mosquito são introduzidas em garrafas de 250 ml, cada uma delas 
previamente revestida com uma solução insecticida. Esta solução insecticida deve ser 
efectuada à concentração diagnóstico para a espécie em causa. A concentração 
diagnóstico é a concentração mínima necessária para matar 100% dos mosquitos de 
uma colónia susceptível, no tempo de saturação. O tempo de saturação e a concentração 
diagnóstico correspondem ao “ponto de saturação” a partir do qual, teoricamente, 
maiores concentrações de insecticida não influenciam o tempo requerido para matar 
100% dos indivíduos de uma colónia susceptível. (Figura 14). Após a introdução dos 
mosquitos nas garrafas impregnadas determina-se a cada 10 minutos a taxa de 
mosquitos mortos. Tal como nos testes “baseline” da OMS, a determinação de 
existência de resistência ou susceptibilidade será definida de acordo com a curva da taxa 
de mortalidade observada ao longo do tempo (Figura 15). A percentagem de indivíduos 
resistentes na população em estudo é estimada através da diferença observada entre a 
taxa de mortalidade determinada em ensaios com especímenes dessa população e aquela 





Figura 14. – Determinação do “ponto de saturação” de um ensaio de garrafa do CDC. 
Cada cor representa uma concentração diferente de insecticida. A – “ponto de saturação”. Adaptado de 





Figura 15. – Determinação da percentagem de indivíduos resistentes na população culicídica em 
estudo através da aplicação de um teste de garrafa do CDC. 
Adaptado de http://www.cdc.gov/ncidod/wbt/resistance/assay/interpreation/interp_2.htm. Acedido em 8 














































Os agentes patogénicos transmitidos por vectores continuam a ser responsáveis 
por doenças em todo o Mundo. A OMS estima que existam, por ano, 300 milhões de 
casos de malária, 50-100 milhões de casos de dengue e 120 milhões de casos de 
filarioses (Tabachnick, 2010). 
Um dos vectores e agentes de incomodidade mais conhecido e distribuído 
mundialmente é o mosquito Aedes aegypti (Linnaeus, 1762), o mais importante 
transmissor do vírus da febre amarela e da dengue. É considerada uma espécie muito 
invasiva, possuindo portanto uma elevada plasticidade ecológica  que lhe permite a 
adaptação com facilidade a vários ambientes. 
A sua história de colonização fala por si só. Originário de África, Ae. aegypti 
invadiu outros continentes através das trocas comerciais e navios de escravos (Jansen e 
Beebe, 2010). Nas últimas décadas, a rápida expansão de populações urbanas, a 
proliferação de criadouros de Ae. aegypti, e o insucesso das medidas de controlo 
aumentaram o risco de transmissão de doenças por esta espécie (Reiter, 2001).  
Aedes aegypti invadiu recentemente a ilha da Madeira, instalando-se 
inequivocamente em território português após mais de 5 décadas sem registo da sua 
presença. As características ambientais e climáticas da ilha da Madeira tornaram 
possível a colonização e o estabelecimento da espécie na região, apesar das severas 
medidas de controlo vectorial imediatamente implementadas pelas autoridades 
madeirenses após o primeiro registo da sua presença, em 2005. Tal acontecimento é 
considerado um perigo para a saúde pública, não só devido ao aumento do risco de 
surgir um surto epidémico de uma arbovirose, como devido ao nível de incomodidade 
causada pela picada deste insecto e ao facto de, frequentemente, actuar como promotor 
de doença. As alterações climáticas, como o aumento das temperaturas e das chuvas, 
são frequentemente associadas à expansão geográfica das áreas de distribuição dos 
vectores e vírus por estes transmitidos. No caso de Ae. aegypti este factor pode 
potenciar a sua já elevada capacidade de dispersão mediada pelo Homem. Assim, o 
volume de trocas comerciais e tráfego de passageiros entre a Madeira, Portugal 
Continental e outros países do Sul da Europa pode aumentar o risco de reintrodução 
deste mosquito na Europa Ocidental. As relações estreitas entre Portugal e países onde 
ocorrem frequentemente surtos de dengue, como o Brasil, poderão também contribuir 
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para a importação de um vírus transmitido por esta espécie, tornando plausível a 
possibilidade de ocorrer um surto arbovírico, à semelhança daquele que afectou 
recentemente Cabo Verde (WHO, 2009b). Face a este possível cenário é fundamental 
avaliar quais as ferramentas de controlo vectorial de que se dispõe para, em caso de 
necessidade, se implementarem estratégias para a rápida redução das densidades do 
vector.  
A maioria dos programas de controlo de Ae. aegypti apoia-se essencialmente no 
uso de insecticidas (WHO, 2009a). No entanto, o desenvolvimento de resistência aos 
insecticidas em mosquitos vectores é comum e a evolução e o modo de dispersão destas 
resistências é motivo de preocupação para o controlo de todas as infecções transmitidas 
por culicídeos (Ranson et al., 2010). Foi neste âmbito que se iniciou o estudo da 
sensibilidade da população de Ae. aegypti a uma gama variada de insecticidas. Colocou-
se então duas questões: (i) qual o mecanismo subjacente à resistência fenotípica 
possivelmente detectada e; (ii) terá esta resistência resultado das medidas de controlo 
baseadas em insecticidas implementadas logo após a detecção do mosquito, ou 
constituirá uma assinatura genética da população originária de onde provieram os 
exemplares de Ae. aegypti que colonizaram a ilha?  
Assim, este trabalho teve como objectivos gerais (i) analisar os níveis de 
sensibilidade da população de Ae. aegypti da ilha da Madeira a vários insecticidas, 
determinando quais os possíveis mecanismos e origens de resistência a estes associados, 
e; (ii) determinar a origem geográfica da população de Ae. aegypti que colonizou a ilha 
da Madeira . Cada um destes objectivos gerais foi desenvolvido de acordo com os 
seguintes objectivos específicos: 
1) Avaliação dos níveis de sensibilidade e mecanismos de resistência da população 
de Ae. aegypti da ilha da Madeira:  
a. Análise da sensibilidade de insectos adultos aos insecticidas DDT, 
malatião, permetrina, deltametrina, cipermetrina e ciflutrina; 
b. Determinação da presença de polimorfismos kdr, responsáveis por 
mecanismo de resistência do tipo local-alvo. 
2) Estabelecimento da origem geográfica da população Ae. aegypti da ilha da 
Madeira:  
a. Amplificação e análise de parte de ADN mitocondrial referente ao gene 
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codificante da subunidade quatro do enzima dinucleótido de 
nicotinamida e adenina desidrogenase (ND4); 
b. Amplificação e análise de parte de ADN mitocondrial referente ao gene 





















3.1. Caracterização da ilha da Madeira 
A ilha da Madeira, situada no Oceano Atlântico a oeste da costa africana, 
constitui a principal ilha (740,7 Km
2
) da Região Autónoma da Madeira (RAM), à qual 
pertencem ainda a ilha de Porto Santo, as ilhas Desertas e as ilhas Selvagens (Figura 
16).  
 
Figura 16. – Representação da localização da ilha da Madeira (identificada pela seta). Adaptado 
de www.quinta-das-colmeias.com/en/local/travel.html; Acedido em 11 de janeiro de 2012. 
A ilha da Madeira é de origem vulcânica, caracterizada por apresentar, segundo 
o sistema de Koppen
1
, com um clima temperado a subtropical atlântico. Apresenta 
temperaturas médias a rondar os 23ºC de máxima e os 16ºC de mínima, humidade 
relativa média do ar de cerca de 67% e pode ser considerada de moderadamente 
chuvosa. As suas paisagens únicas possibilitam-lhe ser um destino turístico muito 
apreciado por vários motivos, como o exotismo da flora, as condições de acolhimento e 
a autenticidade do folclore e cultura madeirense
2
. 
                                                          
1
 www.physicalgeography.net/fundamentals/7v.html;koeppen-geiger.vu-wien.ac.at/; acedido em 13 de 
janeiro de 2012. 
2
 http://www.visitmadeira.pt; acedido em 13 de janeiro de 2012 
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A ilha é uma das maiores da Macaronésia com uma população residente de 
246689 pessoas e uma densidade populacional de 300 habitantes por km
2
 (superior à 
média do país e mesmo da União Europeia), sendo que 75% da população habita em 
apenas 35% do território. A capital da ilha da Madeira e da região Autónoma é a cidade 
do Funchal. É o principal centro urbano e porto da ilha, situa-se na costa sul (32°38’N, e 
16°55’W) e dista cerca 980 Km de Lisboa, 400 Km da ilha Gran Canaria, e 880 Km da 
ilha de Santa Maria, a mais próxima do arquipélago dos Açores. A cidade do Funchal 
concentra 45% da população (99214 habitantes), numa área com 76,15 Km
2
, com uma 
densidade populacional de 1306,4 habitantes/Km
2
 (Melim, 2009). 
 
3.2. Material biológico 
O material biológico utilizado nos ensaios de sensibilidade aos insecticidas e nos 
estudos moleculares proveio de prospecções larvares efectuadas na ilha da Madeira que 
decorreram entre 20 a 31 de Julho e 6 a 23 de Outubro de 2009 e de colheitas de ovos 
com “ovitraps” (armadilhas que mimetizam criadouros artificiais e que permitem a 
colheita de posturas de ovos de culicídeos) efectuadas entre Novembro e Dezembro do 
mesmo ano. As colheitas foram efectuadas por uma equipa mista de colectores do 
Instituto de Administração da Saúde e Assuntos Sociais da Região Autónoma da 
Madeira (IASAUDE-RAM) e do Instituto de Higiene e Medicina Tropical (IHMT). 
Os exemplares foram capturados em duas áreas: 
• Câmara de Lobos 
• Funchal 
Pesquisou-se a presença de formas imaturas de mosquitos através da utilização 
de caços e pipetas, em potenciais criadouros larvares nas duas áreas mencionadas. A 
colheita de ovos com armadilhas foi efectuada apenas na zona do Funchal. 
As formas imaturas de culicídeos, colhidas na prospecção activa dos potenciais 
biótopos larvares, foram transportadas vivas para o laboratório da Direcção Regional de 
Agricultura e Desenvolvimento Rural (DRADR), onde se procedeu à sua criação em 
insectário até à fase adulta. Os ovos colhidos nas “ovitraps” foram transportados para 
Lisboa (para o IHMT) e, tal como as larvas capturadas na prospecção activa de 
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criadouros, foram criadas em insectários até à emergência dos adultos. Na forma alada 
todos os exemplares foram então morfologicamente identificados ao estereomicroscópio 
de acordo com a chave de Ribeiro e Ramos (1999). Os exemplares identificados como 
pertencentes à espécie Aedes aegypti (Linnaeus, 1972), independentemente do seu local 
de origem, foram isolados e mantidos em gaiolas separadas de acordo com o dia de 
emergência. Como alimento para estes espécimenes apenas foi disponibilizada uma 
solução açucarada a 10%. As condições ambientais durante a fase de criação e 
bioensaios de sensibilidade foram constantes, sendo caracterizadas por 27±1ºC de 
temperatura, 70±5% de humidade relativa e um fotoperíodo de 12horas noite/12horas 
dia. 
 
3.3. Testes de sensibilidade a insecticidas  
O objectivo dos testes de sensibilidade a insecticidas, no âmbito da 
implementação ou monitorização de um programa de controlo, é a detecção da presença 
de resistências numa população vectora o mais cedo possível para que possam ser 
tomadas medidas alternativas de controlo (WHO, 1998). Para analisar os níveis de 
sensibilidade da população de Ae. aegypti da ilha da Madeira foram efectuados dois 
tipos de testes: os ensaios padronizados da OMS a tempo/concentração diagnóstico e os 
testes de garrafa do CDC. Os primeiros foram executados nos laboratórios da DRADR, 
durante os meses de Julho e Outubro de 2009, e os segundos nos insectários do IHMT, 
em Fevereiro e Março de 2010. Os ensaios foram executados em colaboração com os 
técnicos e investigadores do IASAUDE e do IHMT. Todos os ensaios decorreram de 
acordo com os respectivos protocolos e em ambiente climatizado. Em ambos os testes 
foram seleccionadas para exposição aos insecticidas apenas fêmeas, não alimentadas, 
com 2 a 5 dias de vida. A exposição foi efectuada a concentrações e por períodos de 
tempo designados de diagnosticantes (WHO, 1998; CDC
3
). Nos testes OMS utilizaram-
se como controlo machos com a mesma idade e proveniência das fêmeas testadas, 
enquanto nos testes de garrafa foi utilizada uma mistura de machos e fêmeas, também 
de idade e proveniência idênticas às das fêmeas expostas aos insecticidas.  





3.3.1. Ensaios padronizados da OMS a tempo/concentração 
diagnóstico  
Com este tipo de testes avaliou-se os níveis de sensibilidade da população de Ae. 
aegypti da ilha da Madeira aos seguintes insecticidas, nas concentrações designadas 
como diagnosticantes pela OMS (WHO, 1998): DDT 4% (organoclorado); malatião 
5.0% (organofosfato); permetrina 0.75%, (piretroide de classe I) e deltametrina 0.05% 
(piretroide de classe II). O tempo de exposição das fêmeas a cada um dos insecticidas 
foi o recomendado pela OMS para os insecticidas mencionados, ou seja, 1 hora.  
Os ensaios foram executados de acordo com os protocolos da OMS (WHO, 
1998). Assim, foram expostos a papéis impregnados com insecticida, grupos de 18 a 25 
mosquitos, perfazendo um mínimo de 100 fêmeas para cada insecticida testado. 
Verificaram-se duas excepções às recomendações da OMS: nem sempre o número 
máximo de 25 insectos por tubo foi respeitado e o número de fêmeas testadas para o 
insecticida malatião (97) não cumpre com exactidão o número mínimo de insectos a 
testar. A fim de determinar as curvas de “knock-down”, foi registado o número de 
mosquitos tombados na base dos tubos de exposição aos 10, 15, 20, 30, 40, 50 e 60 
minutos de exposição. No final do tempo de exposição transferiram-se os mosquitos 
para os tubos de repouso e aí foram mantidos durante 24 horas. No fim destas 24 horas 
contabilizou-se o número de fêmeas mortas, tendo a análise dos resultados sido 
efectuada da seguinte maneira, para a totalidade de fêmeas expostos a um insecticida: 
1) Primeiramente, efectua-se o cálculo da percentagem de mortalidade para o tubo-
controlo através da seguinte fórmula: 
 
2) Se a percentagem de mortalidade nos tubos controlo for inferior a 5% então, a 
percentagem de mortalidade das fêmeas expostas ao insecticida é calculada com 




3) Se a percentagem de mortalidade no tubo controlo variar entre 5-20%, então o 
cálculo da mortalidade nos tubos-teste deverá ser corrigida de acordo com a 
fórmula de Abbott. Para esta ser aplicada calcula-se a percentagem da 
mortalidade nos tubos-controlo e nos tubos-teste, tal como acima se encontram 
mencionadas, e o cálculo corrigido é efectuado segundo a seguinte fórmula: 
 
Nos casos em que a percentagem de mortalidade nos tubos controlo for superior 
a 20%, o ensaio deve ser eliminado, não entrando para os cálculos acima mencionados. 
De acordo com as recomendações da OMS, a definição da existência de resistência 
aos insecticidas testados depende do valor da percentagem de mortalidade obtida para o 
conjunto dos tubos teste. Assim, quando este valor varia entre: 
 98-100% mortalidade – a população é designada de susceptível; 
 80-97% mortalidade – existe a possibilidade de ocorrência de resistência ou 
presença de tolerância; 
 < 80% mortalidade -  a população é designada de resistente. 
Para além da estimativa das percentagens de mortalidade, efectuou-se também o 
estudo do comportamento das taxas de “knock-down” ao longo do tempo de exposição 
e determinou-se as estimativas do LT50 e LT99,9 através da análise de regressão “probit”. 
 
3.3.2. Ensaios de garrafa do CDC 
Os ensaios de garrafa do CDC são uma ferramenta de vigilância para detectar 
mudanças na sensibilidade aos insecticidas em populações de vectores. É um teste 
desenhado para verificar se o insecticida a testar controla, naquele local e naquele 
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momento, o vector. Os testes de garrafa foram efectuados, de acordo com os protocolos 
do CDC
3
, para testar a sensibilidade da população de Ae. aegypti da cidade do Funchal 
aos insecticidas alfa-cipermetrina e ciflutrina. Devido à inexistência de uma colónia 
reconhecida como sensível (e.g. Ae. aegypti, estirpe Rockfeller) que pudesse ser 
utilizada como padrão, optou-se por estabelecer, como “ponto de saturação”, as 
concentrações e os tempos de exposição referidos nos protocolos do CDC para 
anofelíneos. Assim, para ambos os insecticidas a concentração utilizada foi de 12,5 µg 
de insecticida por garrafa, (i.e. por 1 ml de acetona) para um período de exposição de 30 
minutos. O número de fêmeas introduzidas em cada garrafa variou entre 15 e 24 
exemplares. A contagem dos mosquitos tombados e activos não foi efectuada de 10 em 
10 minutos como recomendado pelo protocolo do CDC. Ao final do tempo de 
exposição diagnóstico, e apesar de tal procedimento não estar contemplado nos 
protocolos do CDC, os mosquitos foram transferidos para gaiolas e mantidos durante 24 
horas. Ao final deste período procedeu-se a nova contagem do número de mosquitos, 
mortos e vivos, o que permitiu discriminar entre taxa de mortalidade real e o efeito 
“knock-down” vulgarmente induzido por insecticidas piretróides. 
 
3.4. Conservação dos mosquitos 
Depois de efectuados os bioensaios, os mosquitos foram conservados em tubos 
de 0,5 ml onde foi colocada previamente sílica gel em cristais com indicador de níveis 
de humidade, e um pedaço de algodão para impedir o contacto entre a sílica e o 
mosquito. Estes tubos foram marcados como resistente ou sensível a um determinado 







3.5. Análises moleculares 
3.5.1. Extracção de ADN genómico 
O ADN de cada mosquito adulto foi extraído segundo o protocolo de fenol-
clorofórmio descrito por Ballinger-Crabtree et al., (1992) e ligeiramente modificado de 
acordo com Donnelly et al., (1999). Cada mosquito foi homogeneizado em 305 µl de 
tampão de lise (100 mM Tris-HCL, pH 8.0, 50 mM NaCl, 50 mM EDTA, pH 8.0, 0.15 
mM Espermina, 0.5 mM Espermidina, 10% SDS, 20 mg/ml Proteinase K). Após a 
maceração do mosquito neste tampão, incubou-se o macerado a 65ºC, durante uma 
hora. De seguida, adicionou-se 305 µl de fenol-clorofórmio e misturou-se 
cuidadosamente no agitador horizontal durante dez minutos. Procedeu-se então a uma 
centrifugação durante 12 minutos a 12500 rpm, para separação da fase orgânica da 
aquosa. A fase superior (aquosa) foi removida com cuidado e transferida para um tubo 
novo previamente identificado com o número da amostra. A esta adicionou-se 300 µl de 
clorofórmio:isoamil e submeteu-se a nova agitação, no agitador horizontal, durante dez 
minutos. Os tubos foram novamente sujeitos a uma centrifugação a 12500 rpm durante 
dez minutos, e transferiu-se a fase aquosa (superior) para um tubo novo, identificado 
com o mesmo número da amostra. Para precipitar o ADN, adicionou-se 600 µl de etanol 
absoluto e 60 µl de acetato de amónio e homogeneizou-se a mistura num vórtex. 
Incubou-se a -20ºC, durante toda a noite. No dia seguinte, centrifugou-se a amostra 
durante 15 minutos e removeu-se o sobrenadante. De seguida, adicionou-se 600 µl de 
etanol 70% e procedeu-se a nova agitação no vórtex. Centrifugou-se durante dez 
minutos a 12500 rpm e removeu-se o sobrenadante, secando depois as amostras no 
liofilizador. Por fim, eluiu-se o sedimento em 200 µl de ddH2O. Para verificar a 
qualidade da extracção, procedeu-se à determinação da concentração de ADN e de 
valores de pureza através de espectrofotometria (Nanodrop® 1000, ThermoScientific). 
Finalmente, as amostras foram conservadas a -20ºC. Antes da sua congelação, foram 
preparadas alíquotas de 30 ul em tubos de 0,5 ml de cada amostra de ADN, que foram 
armazenadas a 4ºC e usadas nas análises subsequentes. Cada extracção de ADN incluiu 





3.5.2. Detecção de mutações kdr em Aedes aegypti 
Neste trabalho amplificou-se e sequenciou-se directamente os exões 20 e 21 do 
gene do canal de sódio que codificam o segmento 6 do domínio II, para identificar os 
polimorfismos genéticos associados à resistência “knock-down” a insecticidas, no 
mosquito vector Ae. aegypti. A detecção de mutações kdr foi efectuada em mosquitos 
fenotipados de acordo com os testes diagnóstico da OMS como resistentes ao DDT, à 
permetrina ou à deltametrina. A Figura 17 representa a região sequenciada com o exão 













Figura 17. – Representação do exão 20 (letras maiúsculas), intrão (letras minúsculas) e exão 21 do canal 
de sódio de Aedes aegypti. Esta sequência está publicada em VECTORBASE Transcript ID 
AAEL006019 e surge no supercont1.186 entre os nucleótidos 18685-163945. O exão 20 corresponde aos 
nucleótidos 115258 – 115445 enquanto o exão 21 corresponde aos nucleótidos 115680 – 115887. Os 








3.5.2.1. Amplificação do exão 20, intrão e exão 21 
Os protocolos utilizados na amplificação do exão 20, intrão e exão 21, foram 
adaptados dos descritos por Saavedra-Rodriguez et al., (2007) (ver Tabelas 3, 4 e 5).  
 
Tabela 3. Primers utilizados na amplificação do exão 
20, intrão e exão 21 do gene do canal de sódio. 
Kdr20f 5´- ATGTGGGATTGTATGCTTG-3´ 
Kdr21r 5’- GATGAACCGAAATTGGAC-3’ 
 
Tabela 4. Composição da mistura de PCR para amplificação do exão 20, intrão e exão 21 do 
gene do canal de sódio. 
Reagentes Concentração Final 
dNTP’s 0,4 mM 
“Taq DNA polymerase” 0,05 U/µl 
MgCL2 2 mM 
Primers 1 µM 
ADN “template” 2 µl 
ddH2O Até perfazer 50 µl 
Volume total 50 µl 
 
Tabela 5. Condições de amplificação do exão 20, intrão e exão 21 do gene do canal de sódio. 
Passo de amplificação Temperatura Tempo 
Desnaturação inicial 95 ºC 12 min 
39 Ciclos 
Desnaturação 95 ºC 20 seg 
“Annealing” 60 ºC 1 min 
Extensão 72 ºC 30 seg 
Extensão final 72 ºC 5 min 
 
3.5.2.2. Detecção de fragmentos por gel de agarose 
Com o objectivo de monitorizar os resultados das reacções de PCR, o produto 
amplificado foi visualizado em gel de agarose 2% (Lonza, Agarose LE, Seakem ®) em 
TBE 1x (Applichem – TBE buffer 10x) contendo brometo de etídio na concentração de 
10 mg/ml (Sigma). Antes da colocação nos poços do gel, foi adicionado a cada amostra 
de ADN 2 µl de tampão de aplicação, vulgo “loading buffer” (Promega – Blue/Orange 
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6x). Desta mistura foram aplicados 5 µl no gel. Paralelamente às amostras, aplicou-se 
também 5 µl de marcador molecular de 100 pb (Promega). O gel foi submetido a uma 
corrente eléctrica de 90V durante 1 hora e 30 minutos. A visualização das bandas foi 
efectuada num transiluminador de luz ultravioleta e fotografada num sistema Uvidoc 
(Uvitec). 
 
3.5.3. Análise de genes mitocondriais 
Para a análise de fragmentos mitocondriais dos genes ND4 e COI, foram usados 
oito indivíduos com fenótipo resistente à permetrina, quatro à deltametrina e três ao 
DDT, os mesmos para os dois genes, e sequenciados em ambas as direcções. A região 
de ADN mitocondrial que corresponde ao gene ND4 tem 1343 pares de bases, entre as 
posições 8027-9370 do genoma mitocondrial de Ae. aegypti (NC_010241, GenBank). 
No caso do COI, a região de ADN mitocondrial que corresponde, encontra-se entre as 
posições 1298-2834 do genoma mitocondrial de Ae. aegypti (NC_010241, GenBank). 
 
3.5.3.1. Amplificação do gene mitocondrial COI  
Os protocolos utilizados na PCR para a amplificação do gene mitocondrial COI 
foram adaptados dos descritos por Paduan e Ribolla (2008) (ver Tabela 6, 7 e 8). 
 











Tabela 7. Composição da mistura de PCR para amplificação do gene COI. 
Reagentes Concentração Final 
dNTP’s 0,4 mM 
“Taq DNA polymerase” 0,05 U/µl 
MgCL2 2 mM 
Primers 1 µM 
ADN “template” 1 µl (diluição 1/10) 
ddH2O Até perfazer 25 µl 
Volume total 25 µl 
 
Tabela 8. Condições de amplificação do gene COI. 
Passo de amplificação Temperatura Tempo 
Desnaturação inicial 94 ºC 2 min 
35 Ciclos 
Desnaturação 94 ºC 30 seg 
Annealing 50 ºC 30 seg 
Extensão 72 ºC 1 min 
Extensão final 72 ºC 5 min 
 
3.5.3.2. Amplificação do gene mitocondrial ND4  
Os protocolos utilizados na PCR para a amplificação do gene mitocondrial ND4 
foram adaptados dos descritos por Paduan e Ribolla (2008) (ver Tabela 9, 10 e 11). 
 












Tabela 10. Composição da mistura de PCR para a amplificação do gene ND4. 
Reagentes Concentração Final 
dNTP’s 0,4 mM 
“Taq DNA polymerase” 0,05 U/µl 
MgCL2 2 mM 
Primers 1 µM 
ADN “template” 2 µl 
ddH2O Até perfazer 50 µl 
Volume total 50 µl 
 
Tabela 11. Condições de amplificação do gene ND4. 
Passo de amplificação Temperatura Tempo 
3 ciclos 
94 ºC 2 min 
37ºC 2 min 
72ºC 1 min 
35 Ciclos 
Desnaturação 94 ºC 30 seg 
Annealing 50 ºC 30 seg 
Extensão 72 ºC 1 min 
Extensão final 72 ºC 5 min 
 
3.5.4. Detecção de fragmentos por gel de agarose 
Com o objectivo de monitorizar os resultados das reacções de amplificação dos 
genes COI e ND4, o produto amplificado foi visualizado em gel de agarose 2% (Lonza, 
Agarose LE, Seakem ®) corado com brometo de etídio 10 mg/ml (Sigma) em TBE 1x 
(Applichem – TBE buffer 10x). Foram colocados 5 ul de amostra no gel. Aplicou-se 
também 5 ul de marcador molecular de 100 pb (Promega) e o gel foi submetido a uma 
corrente eléctrica de 120V, durante uma hora. A visualização das bandas foi efectuada 
num transiluminador de luz ultravioleta e fotografada num sistema Uvidoc (Uvitec). 
 
3.5.5. Purificação e sequenciação dos produtos de PCR 
A purificação de produto amplificado foi feita com o “QIAquick PCR 
Purification kit (Qiagen)”. Os fragmentos de PCR foram sequenciados em ambas as 
52 
 
direcções (forward e reverse). Os reagentes utilizados foram provenientes da Applied 
Biosystems, utilizando BigDye Terminator 3. A reacção de sequenciação foi purificada 
por filtração em gel e corrida num sequenciador ABI3730XL. 
 
3.5.6. Alinhamento de sequências 
As sequências de ADN foram editadas e alinhadas utilizando BioEdit version 
7.0.0 (Tom Hall Copyright© 1997-2007, Ibis Biosciences). Nestas foram analisadas as 
similaridades existentes com sequências disponíveis usando a base de dados do 
GenBank. 
 
3.5.7. Clonagem para determinação de sequências problemáticas de 
kdr e COI  
A presença de ambiguidades nas sequências de kdr e COI analisadas fizeram 
com que se optasse por verificar a sua fidedignidade através da clonagem dos produtos 
de PCR. As condições para a obtenção destes produtos foram as mesmas mencionadas 
acima. O processo de ligação do ADN ao plasmídeo foi realizado de acordo com o 
protocolo da Promega, utilizando como vector o “pGem
®
-T Easy Vector”. Cada mistura 
de ligação era composta por 4 µl de tampão, 1 µl de “pGem
®
-T Easy Vector”, 1 µl de 
ligase e 4 µl de solução do ADN a clonar. Para a obtenção máxima de transformantes, 
as ligações decorreram durante toda a noite a 4ºC. 
Para a preparação e transformação de células competentes, uma cultura de 
Escherichia coli (E. coli) foi colocada a crescer durante a noite, a 37ºC. Na manhã 
seguinte, fez-se uma diluição 1:1000 desta cultura saturada de células, em meio LB 
líquido. Esta foi incubada a 37ºC e o processo de crescimento celular foi monitorizado 
através da leitura da densidade óptica a 650 nm. Quando a densidade óptica atingiu 
valores entre 0,3-0,5, todo o volume da cultura foi transferido para um tubo de 
centrífuga, centrifugado a 6000 rpm, durante 10 minutos, a 4ºC. Finda a centrifugação, 
rejeitou-se o sobrenadante e ressuspendeu-se o sedimento em 1 ml de TSS, tendo-se 
tido o cuidado de agitar suavemente o tubo para não danificar as células. Desta 
53 
 
suspensão retirou-se 100 µl para cada um dos tubos que continham o ADN 
transformante e que já se encontravam no gelo. Esta mistura manteve-se no gelo durante 
45 minutos, tendo sindo agitada ocasionalmente. Neste período de tempo, o ADN 
transformante foi aderindo à parede celular. Terminado o período de incubação, fez-se 
um choque térmico. As amostras que estavam no gelo foram transferidas durante 90 
segundos para um banho-maria a 42ªC, ocorrendo a penetração do ADN para o interior 
das células competentes. Após este curto período de tempo, as amostras retornaram ao 
gelo. Para permitir a expressão da resistência ao antibiótico (ampicilina), começou-se 
por adicionar 900 µl de meio líquido LB a cada tubo, sendo estes colocados no agitador 
horizontal, durante uma hora, a 37ºC. Terminada esta incubação, procedeu-se ao 
espalhamento de 100 µl desta suspensão de células sobre placas de meio sólido LB 
contendo X-Gal, IPTG e ampicilina. Estas placas foram guardadas a 37ºC, durante toda 
a noite. Nesta fase foi confirmada a transformação das células com o plasmídeo 
desejado, isto é, com o plasmídeo que possui o fragmento desejado ou inserto. Este 
plasmídeo possui, entre outros, o gene que codifica para a β-galactosidase. Quando a 
reacção de clonagem é bem sucedida, o gene da β-galactosidase fica interrompido 
passando a codificar uma enzima com um maior número de aminoácidos e não 
funcional. Quando a reacção de clonagem é mal sucedida, isto é, quando não há 
inserção do fragmento, o plasmídeo volta a circularizar com a composição original do 
gene, que vai então codificar uma enzima funcional. A β-galactosidase vai actuar sobre 
o X-Gal (substrato cromogénico), já adicionado ao meio, degradando-o. A degradação é 
detectada pela mudança de cor das células, que passam de incolor a azul. Assim, as 
células transformadas com vector+inserto dão origem a colónias brancas, enquanto as 
células transformadas apenas com o vector dão origem a colónias azuis. 
No dia seguinte, observou-se as placas e repicou-se as colónias brancas para 
meio LB líquido (3 ml) com ampicilina. Após 12 horas, a 37ºC, estas suspensões 
bacterianas foram centrifugadas, durante 2 minutos, a 13500 rpm. Os sobrenadantes 
foram decantados para novos tubos e agitados no vórtex. A cada amostra adicionou-se 
100 µl de solução I composta por 4 ml de glucose 50%, 5 ml Tris HCL, 1 M, pH 8.0, 4 
ml EDTA 0.5 M e 187 ml ddH2O. De seguida, adicionou-se 200 µl de SDS alcalino 
(preparado no momento; para 10 amostras: 1806 µl ddH2O + 84 µl NaOH, 5 M + 210 
µl SDS 10%) e 200 µl de acetato de potássio (3 M, pH 4.8). Procedeu-se a uma 
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centrifugação de 15 minutos, à temperatura ambiente, e transferiu-se o sobrenadante de 
cada amostra para novos tubos contendo 600 µl de isopropanol. Estes foram mantidos, à 
temperatura ambiente, durante 10 minutos, após os quais foram sujeitos a nova 
centrifugação a 13500 rpm, durante 15 minutos, à temperatura ambiente. Finda a 
centrifugação, decantou-se, cuidadosamente, o sobrenadante, tendo o cuidado de não 
descartar o sedimento, que nesta fase é quase imperceptível. Adicionou-se 250 µl de 
etanol 70% a cada tubo e procedeu-se a uma agitação suave. Efectuou-se outra 
centrifugação (13500 rpm, à temperatura ambiente, com duração de 5 minutos), 
descartando-se de igual modo os sobrenadantes. De seguida, as amostras foram sujeitas 
a um período de secagem, no excicador, até à evaporação total do etanol. Terminada 
esta, as amostras foram ressuspendidas em 30 µl de TE (tampão) ao qual foi adicionado 
RNase a uma concentração final de 50 µg/ml. De seguida, efectuou-se uma digestão 
enzimática, onde os plasmídeos extraídos foram clivados com enzimas de restrição 
específicas para determinar se contêm o inserto desejado. Para tal, utilizou-se 1 µl de 
enzima EcoRI; 1,5 µl de tampão EcoRI; 5,5 µl de água e 7 µl de amostra. Colocou-se 
no banho-maria durante 3 horas e procedeu-se à detecção do ADN digerido em gel de 
agarose a 1,5%.  
Após a visualização das bandas e verificação de que a clonagem foi bem 
sucedida, procedeu-se à amplificação destes fragmentos por PCR, para posterior 
sequenciação. A composição da mistura de PCR e as suas condições de amplificação 
foram as seguintes (ver Tabela 12, 13 e 14): 
 
Tabela 12. Primers utilizados na amplificação dos 
fragmentos clonados. 
M13F 5’ TGT AAA ACG ACG GCC AGT – 3’ 






Tabela 13. Composição das misturas de PCR para amplificação dos fragmentos clonados. 
Reagentes Concentração Final 
Tampão 1X PCR Buffer 
dNTP’s 0,2 mM 
Taq DNA polymerase 1 U/µl 
MgCL2 2 mM 
Primers 0,1 µM 
DNA template 1 µl 
ddH2O Até perfazer 15 µl 
Volume total 15 µl 
 
Tabela 14. Condições de amplificação dos fragmentos clonados. 
Passo de amplificação Temperatura Tempo 
Desnaturação inicial 94 ºC 3 min 
35 Ciclos Desnaturação 94 ºC 60 seg 
Annealing 50 ºC 30 seg 
Extensão 72 ºC 45 seg 
Extensão final 72 ºC 10 min 
 
A detecção do produto amplificado foi feita por electroforese em gel de agarose 
a 2% a 120V durante uma hora. Após a amplificação bem sucedida, procedeu-se à 
purificação dos produtos de PCR. Os fragmentos de PCR foram sequenciados com os 
mesmos “primers” da amplificação. 
 
3.6. Análise e tratamento dos resultados 
3.6.1. Bioensaios 
Os resultados dos bioensaios para determinação do nível de sensibilidade aos 
insecticidas foram analisados estatisticamente com recurso aos programas Microsoft 
Excel 
®
 2007 e SPSS
®




3.6.2. Análises moleculares 
Depois de editadas, as sequências nucleotídicas foram reunidas num único 
ficheiro e lidas no MEGA versão 5.0 (Tamura et al., 2011) para se obter a composição 
nucleotídica, e no DnaSP versão 5.10 (Rozas et al., 2003), para determinar o número de 
locais polimórficos, o número médio de diferenças nucleotídicas (ĸ), a diversidade 
nucleotídica (π) e a diversidade de haplótipos (Hd). 
A frequência alélica consiste na proporção de um dado alelo (A) numa 
população de N indivíduos, para um determinado locus. Se a f(AA) e f(Aa) forem, 
respectivamente, as frequências do  genótipo homozigótico do alelo (A) e do genótipo 
heterozigótico com os alelos (A) e (a), num determinado locus com dois alelos, a 
frequência p é obtida pela seguinte fórmula: 
 
As sequências dos haplótipos do gene COI encontradas neste trabalho foram 
alinhadas com os haplótipos depositados no GenBank provenientes de estudos feitos no 
Brasil (Paduan e Ribolla, 2008; Scarpassa et al., 2008) e estirpes submetidas por 
Morlais e Severson (2002) denominadas de Liverpool, Moyo-R e Formosus (Brasil: 
GenBank # AY851649 – AY851654, EU625624 – EU625273; Liverpool: GenBank # 
AY056596; Moyo-R: GenBank # AF380835; Formosus: GenBank # AY056597).  
Do mesmo modo, as sequências dos haplótipos do gene ND4 encontradas neste 
trabalho foram alinhadas com as sequências de haplótipos depositadas no GenBank, 
provenientes de estudos feitos no México (Gorrochotegui-Escalante et al., 2002), Perú 
(Costa-da-Silva et al., 2005), Camarões (Paupy et al., 2008), Brasil (Paduan e Ribolla, 
2008; Júnior e Scarpassa, 2009; Américas, Àfrica, Ásia (Bracco et al., 2007) (México: 
GenBank # AF334841-AF334865; Perú: GenBank # DQ177153 – DQ177155; 
Camarões: GenBank # EF562501 – EF562504; Brasil: GenBank # AY906835 – 
AY906853, # EU650405 – EU650416, # DQ176828 – DQ176849). As sequências da 




As relações entre os vários haplótipos de Ae. aegypti foram inferidas por meio 
da construção de uma rede de haplótipos, que foi elaborada com o auxílio do programa 
Network versão 4.6.1.0 (Fluxus Technology Ltd. em www.fluxus-engineering.com) 









4.1. Bioensaios da OMS e ensaios de garrafa CDC 
A população de Aedes aegypti (Linnaeus, 1762) da ilha da Madeira foi avaliada 
quanto à sua susceptibilidade aos insecticidas usando bioensaios de diagnóstico da OMS 
e ensaios de garrafa do CDC. Os resultados dos testes de sensibilidade das formas 
adultas de Ae. aegypti aos vários insecticidas testados encontram-se nas seguintes 
tabelas (ver Tabela 15, 16, 17, 18, 19 e 20).  
Tabela 15. Resultados dos testes diagnóstico da OMS de sensibilidade de Ae. aegypti ao DDT. 
  DDT 4% Controlo 
  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 0 0 
0 25 
Fêmeas 8 18 
Réplica 2 
Machos 0 0 
Fêmeas 7 18 
Réplica 3 
Machos 0 1 
Fêmeas 8 16 
Réplica 4 
Machos 1 0 
Fêmeas 7 20 
Total 
Machos 1 1 0 25 
Fêmeas 30 72 - - 
% Mortalidade 
Machos - 0 
Fêmeas 29,4 - 
 
Tabela 16. Resultados dos testes diagnósitco da OMS de sensibilidade de Ae.aegypti ao malatião. 
  Malatião 5% Controlo 
  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 1 0 
0 25 
Fêmeas 20 0 
Réplica 2 
Machos 3 0 
0 25 
Fêmeas 23 1 
Réplica 3 
Machos 3 0 
Fêmeas 15 0 
Réplica 4 
Machos 1 0 
Fêmeas 17 0 
Réplica 5 
Machos 3 0 
0 22 
Fêmeas 21 0 
Total 
Machos 11 0 0 72 
Fêmeas 96 1 - - 
% Mortalidade 
Machos - 0 






Tabela 17. Resultados dos testes diagnóstico da OMS de sensibilidade de Ae. aegypti  à 
permetrina. 
  Permetrina 0.75% Controlo 
  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 4 0 
0 21 
Fêmeas 10 6 
Réplica 2 
Machos 0 1 
0 25 
Fêmeas 12 12 
Réplica 3 
Machos 2 0 
Fêmeas 17 8 
Réplica 4 
Machos 0 0 
0 25 
Fêmeas 3 22 
Réplica 5 
Machos 0 1 
Fêmeas 0 23 
Réplica 6 
Machos 0 1 
Fêmeas 3 19 
Total 
Machos 6 3 0 71 
Fêmeas 45 90 - - 
% Mortalidade 
Machos - 0 
Fêmeas 33,3 - 
 
Tabela 18. Resultados dos testes diagnóstico da OMS de sensibilidade de Ae. aegypti à 
deltametrina. 
  Deltametrina 0.05% Controlo 
  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 0 0 
0 21 
Fêmeas 14 7 
Réplica 2 
Machos 3 0 
0 25 
Fêmeas 24 1 
Réplica 3 
Machos 1 0 
Fêmeas 21 0 
Réplica 4 
Machos 0 0 
Fêmeas 18 6 
0 25 
Réplica 5 
Machos 0 0. 
Fêmeas 12 13 
Réplica 6 
Machos 0 0 
Fêmeas 7 15 
Réplica 7 
Machos 0 0 
Fêmeas 7 13 
Total 
Machos 4 0 0 71 
Fêmeas 103 55 - - 
% Mortalidade 
Machos - 0 












  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 3 0 
0 19 
Fêmeas 24 0 
Réplica 2 
Machos 1 0 
Fêmeas 23 0 
Réplica 3 
Machos 2 0 
Fêmeas 23 0 
Réplica 4 
Machos 4 0 
Fêmeas 20 0 
Total 
Machos 10 0 0 3 
Fêmeas 90 0 0 16 
%Mortalidade 
Machos - 0 
Fêmeas 100,0 0 
 
Tabela 20. Resultados dos testes de garrafa do CDC de sensibilidade de Ae. aegypti à ciflutrina. 
 Ciflutrina 12,5 ug/garrafa Controlo 
  Mortos Sobreviventes Mortos Sobreviventes 
Réplica 1 
Machos 10 0 
0 23 
Fêmeas 20 0 
Réplica 2 
Machos 4 0 
Fêmeas 19 0 
Réplica 3 
Machos 4 0 
Fêmeas 24 0 
Réplica 4 
Machos 7 0 
Fêmeas 15 0 
Total 
Machos 25 0 0 18 
Fêmeas 78 0 0 5 
%Mortalidade 
Machos - 0 
Fêmeas 100,0 0 
 
De acordo com o protocolo da OMS foram, ao todo, expostos 102 fêmeas e 2 
machos ao insecticida DDT 4.0% e 25 machos ao excipiente controlo; 97 fêmeas e 11 
machos ao malatião 5.0% e 72 machos ao controlo; 135 fêmeas e 9 machos à 
permetrina 0.75% e 158 fêmeas e 4 machos à deltametrina 0.05% tendo-se usado 71 
machos que serviram de controlo a estes dois últimos insecticidas.  
Em ensaios de garrafa foram testados 90 fêmeas e 10 machos a 12,5 μg/garrafa 
de alfa-cipermetrina e 78 fêmeas e 25 machos a 12,5 μg/garrafa de ciflutrina. Os 
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insectos foram expostos aos insecticidas durante 30 minutos. Como controlo para os 
testes de sensibilidade à alfa-cipermetrina foram processados 16 fêmeas e 3 machos. 
Nos testes de sensibilidade à ciflutrina utilizaram-se 5 fêmeas e 18 machos controlo.  
Com base nos resultados apresentados foram calculadas as taxas de mortalidade, 
ao fim de 24 horas, dos insectos (machos e fêmeas) utilizados em cada controlo e para a 
totalidade dos insectos processados em todos os ensaios-controlo efectuados para cada 
insecticida. Visto que as estimativas obtidas para as referidas taxas de mortalidade 
foram sempre nulas, procedeu-se, então, ao cálculo das taxas de mortalidade (ao final de 
24 horas), para a totalidade das fêmeas expostas a cada um dos insecticidas, de acordo 
com a fórmula 2 (Capitulo 3, secção 3.3.1.). Assim, e com base nos critérios da OMS, 
foi encontrada uma elevada susceptibilidade da população de Ae. aegypti ao malatião, 
com 99.0% de mortalidade de fêmeas expostas ao insecticida na concentração/tempo 
diagnóstico. No entanto, a população em estudo demonstrou uma elevada resistência ao 
DDT e à permetrina, apresentando valores de mortalidade de 29.4% e 33.3%, 
respectivamente e ainda uma marcada resistência à deltametrina com uma taxa de 
mortalidade de 65.2%. Os ensaios de garrafa do CDC com alfa-cipermetrina e ciflutrina 
mostraram uma elevada susceptibilidade de Ae. aegypti a estes insecticidas, com taxas 
de mortalidade de 100%.  
Nos gráficos seguintes (ver Figura 18, 19, 20, 21 e 22) apresenta-se a evolução 
da percentagem de mosquitos tombados (“knock-down”) ao longo da duração dos testes 
diagnóstico da OMS e dos ensaios de garrafa do CDC, assim como os gráficos 
referentes à análise “probit” dos resultados dos testes da OMS. 
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Figura 18. – Gráfico representativo da evolução da percentagem de mosquitos tombados ao 









Figura 19. – Gráfico representativo da evolução da percentagem de mosquitos tombados ao 








Figura 20. - Gráfico representativo da evolução da percentagem de mosquitos tombados ao 










Figura 21. Gráfico representativo da evolução da percentagem de mosquitos tombados ao longo 








Figura 22. Gráficos representativos da evolução da percentagem de mosquitos tombados ao 
longo da duração dos testes de garrafa do CDC de sensibilidade de Ae. aegypti à alfa-cipermetrina (A) e 
ciflutrina (B). 
Pela análise visual dos gráficos resultantes da evolução da percentagem de 
mosquitos tombados ao longo da duração dos testes de sensibilidade aos insecticidas, o 
efeito “knock-down” dos insecticidas piretróides é particularmente evidente nos testes 
diagnóstico da OMS. Nestes, o número de mosquitos tombados 24 horas após à 
interrupção da exposição dos insectos à permetrina e deltametrina é claramente inferior 
aquele registado no final do período de exposição de 60 minutos. Tal já não acontece 
com os testes de garrafa do CDC. 
Em relação à análise das rectas de regressão “probit”, os testes de Pearson 
associados a estas (“Pearson goodness-of-fit chi-square”) indicam que apenas no caso 
do DDT (ver Anexo I) não se rejeita a hipótese nula em que o modelo se ajusta 
adequadamente aos dados (nível de confiança de 99%). Assim, os valores determinados 




50% e 99,9% de mortalidade, ou seja, o tempo de exposição correspondente a LT50 e 
LT99,9 são, para o caso do DDT, de 362 e 3738 minutos, respectivamente. Quanto aos 
restantes insecticidas, visto que a hipótese nula foi rejeitada, os valores indicados pelo 
modelo referentes às estimativas de LT50 e LT99,9 não podem ser levados em 
consideração. 
 
4.2. Análise genética 
4.2.1. Detecção de mutações kdr 
Neste trabalho sequenciou-se o segmento 6 do domínio II do canal de sódio de 
35 mosquitos da espécie Ae. aegypti da população da ilha da Madeira, resistentes ao 
DDT, permetrina e deltametrina. A análise, feita com sequências compostas por 275 
nucleótidos, revelou a presença de seis haplótipos, uma diversidade nucleotídica de π = 
0,03310 e um número médio de diferenças nucleotídicas de ⱪ = 8,47312. Foram 
detectados dois tipos de intrões, tal como em Martins et al., (2009a), com diferenças 
nítidas tanto no tamanho como na composição de nucleótidos das sequências. De modo 
a solucionar este problema, o alinhamento das sequências foi feito de acordo com o 
alinhamento obtido por Martins et al., (2009a).  
A sequenciação directa revelou sequências com picos duplos nos locais de 
mutação tornando impossível verificar a sua presença ou ausência. Assim, procedeu-se 
à clonagem destas sequências e consequente sequenciação dos produtos de PCR. Este 
procedimento permitiu confirmar a existência da mutação V1016I em heterozigotia 





Figura 23. – Representação de parte de uma sequência do segmento 6 do domínio II do canal de 
sódio de Ae. aegypti com picos duplos. No rectângulo é assinalado o alelo sensível GTA no codão 1016. 
 
 
Figura 24. – Representação de parte de uma sequência do segmento 6 do domínio II do canal de 
sódio de Ae. aegypti com a mutação no codão 1016 ATA em evidência, confirmada após clonagem. 
 
A sequenciação directa revelou a presença da mutação V1016I (Tabela 21), que 
está envolvida na resistência kdr, em três indivíduos, dois deles heterozigóticos 
(confirmados após clonagem) e com fenótipo resistente à permetrina, e outro indivíduo 
homozigótico com fenótipo resistente ao DDT.  









Tabela 21. Número de indivíduos e respectivas frequências de cada genótipo e frequências 
alélicas da mutação kdr 1016 em populações resistentes de Ae. aegypti da ilha da Madeira. 
 Genótipo 
Número de indivíduos (frequência) 
 Frequência 
alélica 
 Val/Val Val/Ile Ile/Ile Total Val Ile 
DDT 10 (0.91) 0 (0.0) 1 (0.09) 11 0.91 0.09 
Permetrina 12 (0.86) 2 (0.14) 0 (0.0) 14 0.93 0.07 
Deltametrina 10 (1) 0 (0.0) 0 (0.0) 10 1 0 
Total 32 (0.91) 2 (0.06) 1 (0.03) 35 0.94 0.06 
Legenda: Val/Val – alelo sensível homozigótico; Val/Ile – alelo heterozigótico para a mutação V1016I; 
Ile/Ile – alelo homozigótico resistente para a mutação V1016I. 
 
4.2.2. Análise de genes mitocondriais 
A análise do gene COI revelou um fragmento com 450 nucleótidos. No entanto, 
foi utilizada nas análises subsequentes uma sequência de 421 pb de modo a 
corresponder às sequências obtidas por Paduan e Ribolla (2008) publicadas no 
GenBank. O alinhamento dos 15 indivíduos permitiu a identificação de cinco locais 
polimórficos, representados por quatro transições C-T e uma transição A-G (Tabela 22). 
Este alinhamento revelou a existência de dois haplótipos. O número médio de 
diferenças nucleotídicas foi ⱪ = 0,64368, com índice de diversidade nucleotídica π = 
0,00153 e diversidade haplotípica Hd =0,129. 
A composição média de nucleótidos foi de 40.4% para a timina, 15.2% para a 









Tabela 22. Locais variáveis observados nos dois 
haplótipos do gene COI do ADN mitocondrial de 
Ae. aegypti.  
Haplótipos Posições das mudanças 



















HC1 C T T C A 14 
HC2 T C C T G 1 
Legenda: N indica o número de indivíduos que partilham cada haplótipo. As letras são as iniciais das 
bases nucleotídicas correspondentes: C- Citosina, T- Timina, A-Adenina, G- Guanina. 
 
A sequenciação directa revelou uma sequência com picos duplos nos locais de 
polimorfismo (Figura 25) tornando impossível verificar qual a base fosfatada presente. 
Assim, procedeu-se à clonagem desta sequência e consequente sequenciação dos 
produtos de PCR. Este procedimento permitiu garantir a fidedignidade dos resultados 
(Figura 26). 
 
Figura 25. – Exemplo de parte de um electroferograma de sequenciação directa do gene COI 
com o pico duplo evidenciado (C ou T). 
 
 
Figura 26. – Exemplo de parte de um electroferograma de sequenciação directa do gene COI 




Depois de efectuarmos o alinhamento de todas as sequências do gene COI 
verificou-se que o haplótipo HC1 é igual ao Padhc2 encontrado por Paduan e Ribolla 
(2008) em Porto Velho no estado da Rondônia (ver Tabela 23), sendo um haplótipo 
único neste estudo brasileiro. Quanto ao HC2, verificou-se que também alinhava com 
um haplótipo do mesmo estudo, nomeadamente o Padhc1, presente em Santos, cidade 
com um dos maiores portos do Brasil, sendo também um haplótipo único. 
Tabela 23. Distribuição geográfica dos haplótipos do gene COI encontrados neste estudo 
Haplótipo Locais Referência 
HC1 Funchal (Madeira);  
Porto Velho (Brasil) 
Presente estudo; 
Paduan e Ribolla, 2008 
HC2 Funchal (Madeira);  
Santos (Brasil) 
Presente estudo; 
Paduan e Ribolla, 2008 
 
O fragmento ND4 amplificado apresentou o tamanho de 390 nucleótidos. No 
entanto, restringiu-se a sequência a 376 pb de modo a corresponder às sequências 
obtidas por Paduan e Ribolla (2008) publicadas no GenBank. O alinhamento dos 15 
indivíduos mostrou que 12 locais são polimórficos e todos são informativos, 
representados por oito transições C-T, uma transição A-G e uma transversão A-T 
(Tabela 24). Este alinhamento revelou a existência de dois haplótipos. O número médio 
de diferenças nucleotídicas foi ⱪ = 2,05977, com índice de diversidade nucleotídica π = 
0,00548 e diversidade haplotípica Hd =0,129. 
A composição média de nucleótidos foi de 41.6% para a timina, 9.7% para a 





Tabela 24. Locais variáveis observados nos dois haplótipos do gene ND4 do 
ADN mitocondrial de Ae. aegypti. 
Haplótipos Posições das mudanças nucleotídicas em pb N 
 0 0 0 1 1 2 2 2 2 2 2 3  
 2 3 8 4 5 0 2 4 7 8 8 2  
 7 3 4 4 3 1 8 6 9 2 8 4  
HN1 T T T C T T A T A T T C 14 
HN2 C C C T C C G C G A C T 1 
Legenda: N indica o número de indivíduos que partilham cada haplótipo. As letras são as iniciais das 
bases nucleotídicas correspondentes: C- Citosina, T- Timina, A-Adenina, G- Guanina. 
 
O alinhamento dos haplótipos do gene ND4 permitiu verificar a similaridade das 
nossas sequências com outras publicadas noutros estudos (Tabela 25). Assim, o HN1 foi 
também encontrado no Brasil (Manaus, Belém, Santos, São Sebastião, Porto Velho) por 
Júnior e Scarpassa, (2009) como H5, por Bracco et al., (2007) como H16 e por Paduan 
e Ribolla (2008) como H17; no México por Gorrochotegui-Escalante et al., (2002) 
como H3; no Perú (Lima e Iquitos) por Costa-da-Silva et al., (2005) como H1 e por 
Bracco et al., (2007) como H16; na Venezuela por Urdaneta-Marquez et al., (2008) 
como HMex3; e por fim na Guatemala (Guatemala City) e EUA (Fort Lauderdale) por 
Bracco et al., (2007) como H16. 
O HN2 foi também encontrado no Brasil (Manaus, Santos, Boa Vista e Potim) 
por Júnior e Scarpassa, (2009) como H11, Paduan e Ribolla (2008) como H8 e Bracco 
et al., (2007) como H7; no México por Gorrochotegui-Escalante et al., (2002) como H6; 
no Senegal (Dakar) e EUA (Fort Lauderdale) por Bracco et al., (2007) como H7; e por 




Tabela 25. Distribuição geográfica dos haplótipos do gene ND4 encontrados neste 
estudo. 
Haplótipo Locais Referência 
HN1 
Funchal (Madeira) Presente estudo 
Brasil (Belém, Santos, São Sebastião) Bracco et al., (2007) 
Brasil (Compensa) Júnior e Scarpassa, 2009 
Brasil (Porto Velho) Paduan e Ribolla, 2008 
EUA (Fort Lauderdale) Bracco et al., (2007) 
Guatemala (Cidade de Guatemala) Bracco et al., (2007) 
México Gorrochotegui-Escalante et al, (2002) 
Perú (Lima) Costa-da-Silva et al., (2005) 
Venezuela (Sucre, Lara, Zulia, 
Tachira, Portuguesa, Miranda, Bolivar) 
Urdaneta-Marquez et al., (2008) 
Venezuela (Maracay) Bracco et al., (2007) 
HN2 
Funchal (Madeira) Presente estudo 
Brasil (Manaus, Boa Vista) Júnior e Scarpassa, 2009 
Brasil (Boa Vista, Potim) Bracco et al., (2007) 
Brasil (Santos) Paduan e Ribolla, 2008 
EUA (Fort Lauderdale) Bracco et al., (2007) 
México Gorrochotegui-Escalante et al, (2002) 
Senegal (Dakar) Bracco et al., (2007) 
Venezuela (Sucre, Lara, Zulia, 
Tachira, Portuguesa, Miranda, Bolivar) 
Urdaneta-Marquez et al., (2008) 
 
Com base no método “median joining”, foi gerada uma rede de haplótipos para 
cada gene com base nas Tabelas 26 e 27, conforme mostram as figuras 27 e 28. O 
tamanho dos círculos é proporcional ao número de indíviduos encontrados para cada 
haplótipo. Os pontos vermelhos, que ligam os haplótipos identificados, correspondem a 





Tabela 26. Locais variáveis observados no alinhamento do gene COI do ADN mitocondrial de 
Ae. aegypti do presente estudo em comparação com outras sequências do mesmo gene já 
publicadas. 
Hap 
Posições das mudanças nucleotídicas em 
pb 

































HC1 C C T T T T T C A G - Presente estudo 
HC2 T . . C C . . T G . - Presente estudo 
Scarh3 . . . C . . C . . . H3 
Scarpassa et al., 2008 Scarh5 . . . C . C . . . . H5 
Scarh6 T T . . . . . . . . H6 
Padhc5 . . . C C . . . G . H5 Paduan e Ribolla, 
2008 Padhc6 . . . C C . . T G A H6 
Moyo-R . . . C . . . . . . Moyo-R 




. . . C C . . T G . Liverpool 
Formosu
s 
. . C C . . . . . . Formosus 
Legenda: Estas posições variáveis definem os vários haplótipos de COI em Ae. aegypti publicados na 
bibliografia referida comparados com os haplótipos obtidos no presente estudo; Hap – Haplótipos com a 
designação atribuída no presente estudo; Hap.O. – Haplótipo com a designação original atribuída na 
referência bibliográfica em que foi descrito; Referências - referências bibliográfica em que foram 
descritos os haplótipos referidos. Os pontos (.) indicam que o mesmo nucleótido está presente no 
haplótipo HC1. As letras são as iniciais das bases nucleotídicas correspondentes: C- Citosina, T- Timina, 
A-Adenina, G- Guanina 
 
Para o gene COI (ver Figura 27), a rede de haplótipos obtida permitiu verificar a 
presença do haplótipo mais frequente (93.3%), HC1, agrupado com haplótipos do Brasil 
e da África Oriental no denominado grupo II, enquanto o haplótipo menos frequente 
(6.66%), HC2, se agrupou com haplótipos do Brasil e da África Ocidental no 
demonimado grupo I. 
Na análise da rede de haplótipos para o gene ND4 (ver Figura 28), o haplótipo 
mais frequente neste estudo (93.3%), HN1, ficou inserido num grupo, denominado 
grupo II, com haplótipos das Américas, África Ocidental e Oriental, e Ásia. O haplótipo 
menos frequente, (6.66%) HN2, ficou inserido num grupo denominado grupo I, onde se 
agruparam haplótipos das Américas e África Ocidental. 
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Tabela 27. Locais variáveis observados no alinhamento do gene ND4 do ADN mitocondrial de Ae. aegypti do presente estudo em comparação com outras 
sequências do mesmo gene já publicadas. 
 
Posições das mudanças nucleotídicas em pb 
Hap 
0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 1 2 2 2 2 2 2 2 2 3 3 3 3 3 3 
Hap.
O 
Referência 0 2 2 2 3 3 3 3 7 7 7 8 9 0 2 4 5 6 0 2 4 7 8 8 8 9 0 2 2 3 4 4 
8 5 7 9 0 2 3 5 4 5 8 4 6 8 3 4 3 2 1 8 6 9 2 3 8 4 0 0 4 5 3 8 
HN1 C G T C T T T C G A G T A G A C T A T A T A T T T A T T C T T C - 
Presente 
estudo 
HN2 . . C . . . C . . . . C . . . T C . C G C G A . . . . . T . . . - 
Presente 
estudo 
brch1 N . C . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H1 
Bracco et 
al., 2007 
brch2 N A C . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H2 
brch3 N . C . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . . . . T . . . H3 
brch5 N . C . . . C . . . . C . . . T C . C G C G A . . G . . . . . . H5 
brch8 N . C . . . . . . . . C . . . T C . C G C G A . C . . . T . . . H8 
brch9 N . . . . . C . . . . C . . . T C . C G . G A . . . C . T . . . H9 
brch10 N . . . . . C . . . . . . . . T C . C G . G A . . . . . T . . . H10 
brch11 N . . . . . . . . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . . . . . H11 
brch12 N . . . . . . . . . A . . . . . . . . G . . A . . . . . . . . . H12 
brch14 N . . . C . . . . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . . . . . H14 
brch19 N . . . . . . . . . . . . . G . . . . . . . . . . . . . . . . . H19 
brch20 N . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H20 
brch21 N . . . . C . . . . . . . . G . . . . G . . . . . . . . . . . . H21 
brch22 N . C . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H22 
brch23 N . C T C . C T . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . T . . . H23 
Limah1 . . . . C . . . . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . T . . . H1 
 Limah2 . . . . C . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . . . . T . . . H2 
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Tabela 27. Locais variáveis observados no alinhamento do gene ND4 do ADN mitocondrial de Ae. aegypti do presente estudo em comparação com outras 
sequências do mesmo gene já publicadas (continuação). 
Posições das mudanças nucleotídicas em pb 
Hap 
0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 1 2 2 2 2 2 2 2 2 3 3 3 3 3 3 
Hap. 
O 
Referência 0 2 2 2 3 3 3 3 7 7 7 8 9 0 2 4 5 6 0 2 4 7 8 8 8 9 0 2 2 3 4 4 
8 5 7 9 0 2 3 5 4 5 8 4 6 8 3 4 3 2 1 8 6 9 2 3 8 4 0 0 4 5 3 8 




Limah4 . . C . . . C . . . . C . . . . . . . G . . A . . . . . T . . . H4 
Limah6 . . . . . . . . . . . . . . G . . . . G . . . . . . . . . . . . H6 
Limah7 . . . . . . C . . . . C . . . T . . . G C G A . . . . . T . . . H7 
Limah8 . . . . . . C . . . . C . . . T C . C G C G A . . . . . T . . . H8 
Limah9 . . . . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . . . . T . . . H9 
Limah10 . . . . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . C . . . T . . . H10 
Limah12 . . . . C . C . . . . C . . . T C . C G C . A . C . . . T . . . H12 




Padh3 . . C . . . . . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H3 
Padh4 . . . . . . . . . . . . . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H4 
Padh5 . . . . . . . . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H5 
Padh6 . . C . . . C . . . . C . . . T C . C G C G A . . G . . T . . . H6 
Padh7 . . C . . . C . . . . C . . . T C . C G C G A . . . . . T . . . H7 
Padh9 . . C . . . . . . . . C . . . T C . C G C G A . . . . . T . . . H9 
Padh10 . . . . . . C . . . . C . . . . C . . . . . . . . . . . . . . . H10 
Padh11 . . C . . . . . . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . T . . . H11 
Padh12 . . C . . . C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H12 
Padh14 . . C . . . C . . . . . . . G . . . . G . . . . . . . . . . . . H14 
Padh15 . . C . . . . . . . . . . . G . . . . G . . . . . . . . . . . . H15 
Padh18 . . . . . . . . . . . . . . G . . . . . . . . . . . . . . . . . H18  
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Tabela 27. Locais variáveis observados no alinhamento do gene ND4 do ADN mitocondrial de Ae. aegypti do presente estudo em comparação com outras 
sequências do mesmo gene já publicadas (continuação). 
Posições das mudanças nucleotídicas em pb 
Hap. 
0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 1 2 2 2 2 2 2 2 2 3 3 3 3 3 3 
Hap. 
O 
Referência 0 2 2 2 3 3 3 3 7 7 7 8 9 0 2 4 5 6 0 2 4 7 8 8 8 9 0 2 2 3 4 4 
8 5 7 9 0 2 3 5 4 5 8 4 6 8 3 4 3 2 1 8 6 9 2 3 8 4 0 0 4 5 3 8 





Gorroh4 T . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H4 
Gorroh7 . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . . . . H7 
Gorroh8 T . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . . . . . . . H8 
Gorroh9 . . . . . . . . A . . . . . . . . . . . . . G . . . . . . . . . H9 
Gorroh10 T . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . A . H10 
Gorroh11 T . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . G . . H11 
Gorroh12 . . . . . . . . A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H12 
Gorroh13 . . . . A . . . . . . . . . . . . . . G . . A . . . . . . . . . H13 
Gorroh14 . . . . . . . . A . . . . . . . C . . G . . G . C . . . . . . . H14 
Gorroh15 . . C A . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . H15 
Gorroh16 T . C . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H16 
Gorroh17 T . C . . . C . A . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H17 
Gorroh18 T . C . . . C . . . . C . . . T . G C G C G A . . G . . T . . . H18 
Gorroh19 . . C . . . C . . . . C . . . T . G C G C G G . . G . . T . . . H19 
Gorroh20 . . C . . . C . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . . . . . H20 
Gorroh21 . . C . . . . . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . C T A . A H21 
Gorroh22 . . C . . . A . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . . . . A H22 
Gorroh23 . . C . . . . . . . . C . . . T C G C G C G A . . G . . T . . . H23 
Gorroh24 . . C . . . C . . G . C . . . T C . C G C G A . C . . . T . . . H24 
Gorroh25 T . C . . . C . . . . C . . . T C . C G C G G A C . . . T . . . H25 
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Tabela 27. Locais variáveis observados no alinhamento do gene ND4 do ADN mitocondrial de Ae. aegypti do presente estudo em comparação com outras 
sequências do mesmo gene já publicadas (continuação). 
Posições das mudanças nucleotídicas em pb 
Hap. 
0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 1 2 2 2 2 2 2 2 2 3 3 3 3 3 3 
Hap. 
O 
Referência 0 2 2 2 3 3 3 3 7 7 7 8 9 0 2 4 5 6 0 2 4 7 8 8 8 9 0 2 2 3 4 4 
8 5 7 9 0 2 3 5 4 5 8 4 6 8 3 4 3 2 1 8 6 9 2 3 8 4 0 0 4 5 3 8 
Pauph2 N N N N N N N N . . . . G . . . . . . G . . A . . . . . . . . . H2 Paupy et 
al., 2005 Pauph3 N N N N N N N N . . . . . . . T . . . G . . A . . . . . . . . . H3 
Pauph4 N N N N N N N N . . . C . A . T C . C G . G A . . . C . T . . . H4  
Legenda: Hap – Haplótipos com a designação atribuída no presente estudo; Hap.O. – Haplótipo com a designação original atribuída na referência bibliográfica em 
que foi descrito; Referência - referência bibliográfica em que foram descritos os haplótipos designados. Os pontos (.) indicam que o mesmo nucleótido está presente 








Figura 27. – Rede de haplótipos obtida para o gene COI, através do método “median joining”, baseada 
nos haplótipos representados na Tabela 26. Cada barra cinzenta, entre as linhas que ligam os haplótipos, 
representam uma mutação. O tamanho dos círculos é proporcional ao número de indíviduos para cada 
haplótipo. m.h. representa a abreviação de “missing haplotypes”. Legenda: Verde – Madeira; Amarelo 
– Brasil; Castanho-claro – África Ocidental (estirpe de Liverpool); Castanho-escuro – África Oriental 






Figura 28. – Rede de haplótipos obtida para o gene ND4 através do método “median joining”, baseada 
nos haplótipos representados na Tabela 27. Cada barra cinzenta, entre as linhas que ligam os haplótipos, 
representam uma mutação. O tamanho dos círculos é proporcional ao número de indíviduos para cada 
haplótipo. m.h. representa a abreviação de “missing haplotypes”. Legenda: Verde – Madeira; Vermelho 
– Venezuela; Azul-escuro – México; Azul claro – Guatemala; Roxo – Perú; Amarelo – Brasil; Laranja 
– EUA; Rosa – Ásia; Castanho- claro – Camarões; Castanho-escuro – Uganda e Guiné Conacri; Preto 
– Senegal. 




O mosquito Aedes aegypti (Linnaeus, 1762) invadiu recentemente a ilha da 
Madeira (Margarita et al., 2006). Desde então surge como um dos principais motivos de 
preocupação das autoridades de saúde do arquipélago devido ao seu papel como agente 
de incomodidade e potencial vector de várias arboviroses. Uma vez que a aplicação de 
insecticidas é uma das estratégias mais utilizadas no controlo de Ae. aegypti, pretendeu-
se, neste estudo, caracterizar fenotipicamente esta população culicídica quanto aos seus 
níveis de sensibilidade a vários insecticidas. Face aos resultados reveladores de uma 
população de Ae. aegypti resistente ao DDT e a dois dos piretróides testados 
(permetrina e deltametrina), prosseguiu-se com estudos genéticos para a identificação 
da presença de mutações que conferem resistência do tipo local-alvo aos três 
insecticidas mencionados. De modo a inferir também sobre a origem das resistências 
observadas, verificou-se a possível proveniência geográfica da população deste 
mosquito invasor. 
 
5.1. Bioensaios para determinação dos níveis de 
sensibilidade de Aedes aegypti a insecticidas. 
Os insecticidas químicos são, por todo o mundo, a estratégia mais usada de controlo 
vectorial. Assim, é crucial uma monitorização regular da resistência aos insecticidas 
para a manutenção desta ferramenta estratégica (Ffrench-Constant, 2005). No caso de 
Ae. aegypti, já surgiram resistências às quatro classes de insecticidas (carbamatos, 
organoclorados, organofosfatos e piretróides) mais utilizados no controlo de mosquitos 
(Ranson et al., 2010). 
Até à data, nenhum estudo tinha sido feito para avaliar a sensibilidade de Ae. 
aegypti da ilha da Madeira aos insecticidas. Assim, procedeu-se à utilização de testes 
diagnóstico da OMS e de ensaios garrafas do CDC para caracterizar esta população no 
que respeita a este parâmetro. O estudo da sensibilidade de Ae. aegypti aos insecticidas 
testados revelaram elevada susceptibilidade destes mosquitos ao malatião, com uma 
taxa de mortalidade de 99.0%, mas uma reduzida mortalidade sob acção dos piretróides 
de síntese, permetrina (33.3%) e deltametrina (65.2%). Foi também detectada uma forte 
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resistência ao DDT, com uma taxa de mortalidade de 29.4%, e uma elevada 
susceptibilidade à alfa-cipermetrina (100%) e ciflutrina (100%). 
Nos ensaios da OMS, o número de mosquitos mortos 24 horas após a 
interrupção da exposição à permetrina e deltametrina, é claramente inferior àquele 
registado no final do período de exposição de 60 minutos. No entanto, este efeito 
“knock-down”, seguido da recuperação dos mosquitos expostos a piretróides, não foi 
observado nos testes de garrafa do CDC. Esta ausência de recuperação de mosquitos 
“knock-down” está de acordo com o que é expectável deste teste, já que o protocolo do 
mesmo não menciona a necessidade de uma estimativa de mortalidade 24 horas após a 
interrupção da exposição dos insectos ao insecticida. No entanto, autores que, na 
execução de ensaios CDC, efectuaram a determinação da taxa de mortalidade após 24 
horas (Lima et al., 2011), registaram um processo de recuperação de mosquitos 
tombados, em tudo semelhante ao que acontece em mosquitos testados nos ensaios da 
OMS. Assim, e para o caso particular deste estudo, a quantidade de insecticida utilizada 
no revestimento das garrafas poderá explicar a ausência deste fenómeno. Devido à 
inexistência, à data dos testes, de uma colónia reconhecida como sensível, optou-se por 
estabelecer, como “ponto de saturação”, as concentrações e os tempos de exposição 
referidos nos protocolos do CDC para anofelíneos vectores de malária (WHO, 1998). 
No entanto, com base nos gráficos A e B da Figura 22, observa-se que ao final de 10 
minutos de exposição todos os mosquitos já se encontravam tombados. Tal facto pode 
ser indicativo de que o “ponto de saturação” utilizado nestes testes foi excessivo para a 
espécie em causa. Tal parece ser corroborado por Da-Cunha et al., (2005) que 
utilizaram, como concentração diagnóstico, 8 µg de cipermetrina por garrafa na 
avaliação da sensibilidade, a este insecticida, da população brasileira de Ae. aegypti. 
Assim, os resultados aqui apresentados deverão ser considerados como preliminares, 
recomendando-se a repetição destes testes, com prévia determinação do tempo de 
saturação e concentração diagnosticante, efectuada com base numa colónia 
reconhecidamente sensível (e.g. Ae. aegypti, estirpe Rockfeller).  
No que se refere à estimativa dos tempos de exposição correspondentes a 50% e 
99.9% de mortalidade, ou seja, os tempos de exposição correspondente a LT50 e LT99,9, 
estes só foram estimados para o caso do DDT. Tal deveu-se ao facto de, para os 
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insecticidas malatião, permetrina e deltametrina, o modelo “probit” não se ajustar 
adequadamente aos dados observados, sugerindo a existência de uma relação curvilínea 
entre as variáveis (i.e. tempo de exposição e mortalidade) (Finney, 1971). Tal relação 
curvilínea pode resultar, no caso da permetrina e deltametrina, da acção de mecanismos 
de resistência a insecticidas.  
No controlo vectorial efectuado na ilha da Madeira têm sido aplicados 
insecticidas comerciais que apresentam na sua composição alfa-cipermetrina (Fendona), 
fenotrina, tetrametrina (KILLIGERM ULV 500) e malatião (Mastro). Os resultados 
obtidos neste estudo sugerem que estes produtos deverão ser efectivos no controlo para 
a população culicídica alvo, principalmente quando associados com um sinergista 
(butóxido de piperonilo, KILLIGERM ULV 500) que anulará os efeitos dos 
mecanismos de desintoxicação associados a uma eventual resistência metabólica.  
A ausência de estratégias de controlo baseadas na aplicação de DDT, permetrina 
ou deltametrina sugere que as resistências detectadas a estes insecticidas já existiriam 
nos indivíduos que colonizaram a região e não são uma consequência de pressões 
selectivas resultantes do controlo vectorial efectuado na ilha. Conclusão semelhante foi 
reportada por Kamgang e os seus colaboradores, em relação à recente introdução de Ae. 
albopictus nos Camarões, cuja população invasora já apresentaria resistência ao DDT e 
à deltametrina (Kamgang et al.,2011b). Já Harris e os colaboradores desconhecem se a 
elevada resistência aos piretróides verificada nas populações das ilhas Caimão foi 
introduzida com a estirpe de Ae. aegypti que invadiu este território em 2002 ou se foi 
resultado do uso intensivo de piretróides (Harris et al., 2010). De realçar que o 
aparecimento de resistências a insecticidas em mosquitos vectores de doenças humanas 
nem sempre está associado à aplicação destes compostos no controlo vectorial, mas 
podem ser resultado de estratégias de gestão de pragas agrícolas (Braga e Valle, 2007) 




5.2. Detecção de mutações kdr associadas a resistências a 
insecticidas 
Os mecanismos que normalmente conferem resistência ao DDT e aos piretróides 
são as mutações kdr no canal de sódio e a actuação de enzimas de desintoxicação, como 
as GSTs e as monooxigenases P450 (Hemingway et al., 2004). Um dos objectivos deste 
estudo foi avaliar a frequência de mutações kdr no canal de sódio na população de Ae. 
aegypti da ilha da Madeira. A detecção precoce de mutações kdr é essencial para a 
monitorização de resistências numa população de mosquitos. Neste estudo, recorreu-se 
à sequenciação dos exões 20 e 21 para a pesquisa de mutações nos codões 1011 e 1016. 
Estas mutações estão claramente associadas a resistência a insecticidas de populações 
de Ae. aegypti da América Latina e Caraíbas (Brengues et al., 2003; Saavedra-
Rodriguez et al., 2007; Harris et al., 2010).  
Como resultado da sequenciação dos produtos de PCR do gene do canal de 
sódio, verificou-se a presença de sequências com picos duplos nos electroferogramas, 
tornando assim impossível concluir sobre a presença das referidas mutações. Assim, 
optou-se por clonar as sequências que apresentassem estes picos, assim como já tinha 
sido feito noutros trabalhos (Saavedra-Rodriguez et al., 2007; Martins et al., 2009a; 
Martins et al., 2009b). Tal processo permitiu, sem qualquer dúvida, verificar a presença 
em dois indivíduos da mutação V1016I em heterozigotia e assim solucionar este 
problema. Assim, os nossos resultados mostraram uma frequência alélica da mutação 
V1016I de 0.06, enquanto a mutação V1016G descrita por Brengues et al., (2003) não 
foi detectada. No entanto, esta mutação foi apenas identificada em populações de Ae. 
aegypti da Tailândia (Rajatileka et al., 2008). No codão 1011 não foi detectada 
nenhuma das mutações descritas por Brengues et al., (2003) e Saavedra-Rodriguez et 
al., (2007), observando-se apenas o alelo sensível (Tabela 2). 
A frequência alélica da mutação V1016I, determinada para a população de Ae. 
aegypti da ilha da Madeira, é claramente inferior à estimada para a população da ilha 
francesa de Martinica, que revelou uma frequência alélica desta mutação de 0.71 
(Marcombe et al., 2009), e às estimadas para as populações da Venezuela, em que as 
frequências deste alelo variam entre 0.20 e 0.51 (Urdaneta-Marquez et al., 2008). No 
entanto, o aumento das frequências de alelos kdr pode ocorrer de um modo 
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relativamente célere. Em 2003, a mutação V1016I não foi detectada na população de 
Ae. aegypti da Foz do Iguaçu (Brasil). Já em 2009, nesta área, a frequência deste alelo 
atingia o valor mais elevado para as regiões Centro-Oeste e Este do Brasil atingindo 
0.74  em Foz do Iguaçu, continuando ausente no Nordeste e Sudeste do país (Martins et 
al., 2009b). Em 2011, a mutação V1016I foi finalmente encontrada no Nordeste do 
Brasil, nas cidades de Crato e Juazeiro do Norte, com frequências alélicas de 0.28 e 0.08 
respectivamente (Lima et al., 2011). Os resultados destes estudos vêm reforçar a 
necessidade de monitorizar periodicamente as resistências kdr na população de Ae. 
aegypti presente na ilha da Madeira visto que a mutação detectada, V1016I, tem sido 
claramente associada à resistência a insecticidas piretróides (Saavedra-Rodriguez et al., 
2007). Esta associação tem implicações nos programas de controlo, pois o uso contínuo 
de piretróides pode promover um aumento drástico na frequência alélica desta mutação 
conduzindo, rapidamente, à sua fixação, tal como aconteceu com populações de Ae. 
aegypti do México (García et al., 2009).  
Os níveis de resistência ao DDT e aos piretróides detectados na população de 
Ae. aegypti da ilha da Madeira não parecem poder ser totalmente justificados pela 
frequência de mutações kdr estimadas neste estudo. Assim, seria interessante efectuar 
estudos bioquímicos para identificar a presença de outros mecanismos de resistência 
que possam estar associados aos níveis de resistência observados na população em 
causa. Esta necessidade parece particularmente premente quando se analisa o historial 
da resistência de Ae. aegypti aos insecticidas, reportado por todo o mundo. Na América 
Latina e nas Caraíbas já foram registadas populações de Ae. aegypti resistentes aos 
piretróides, carbamatos e organofosfatos, sendo que esta resistência estava relacionada 
com actividades elevadas de pelo menos uma família de enzimas de desintoxicação 
(Marcombe et al., 2009) e/ou genes kdr (Harris et al., 2010). Na Colômbia, a situação 
actual indica que a resistência encontrada em Ae. aegypti locais é devida aos elevados 
níveis metabólicos de actividade das P450s e GSTs detectadas nessas populações 
(Fonseca-González et al., 2010).  
O nível de resistências apresentadas por variadas populações de Ae. aegypti e a 
sua constante rápida progressão, reforçam a necessidade de vigilância constante da 
susceptibilidade aos insecticidas usados nos programas de controlo vectorial (Lima et 
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al., 2011). Esta vigilância deve acontecer antes, ou assim que o insecticida começar a 
ser utilizado, de modo a poder-se determinar o nível inicial de resistência, de modo a 
facilitar a sua monitorização. Deste modo, este estudo fornece dados sobre os níveis 
iniciais de resistência aos insecticidas testados, sugerindo que ainda há insecticidas 
aplicáveis. Os resultados aqui apresentados serão ainda úteis para comparações com os 
níveis de resistência a serem obtidos em anos vindouros ajudando a traçar o perfil de 
evolução deste fenómeno num ambiente muito particular, ou seja, numa população em 
expansão, recentemente introduzida numa ilha e deste modo isolada de grandes 
movimentos migratórios. 
Normalmente, as estratégias de monitorização de resistências a insecticidas 
recomendam o uso rotativo de químicos, com diferentes modos de actuação, e o uso do 
controlo biológico. Existe o pressuposto de que a resistência a um insecticida 
desaparecerá de uma população a partir do momento em que a pressão de selecção, ou 
seja, a utilização do insecticida em questão, seja removida (Ranson et al., 2010). Em 
contrapartida, existem estudos que referem que a interrupção do uso do insecticida, por 
si só, não é suficiente para reverter a resistência sendo necessário introduzir indivíduos 
susceptíveis na população (Melo-Santos et al., 2010). No entanto, a espécie Ae. aegypti 
possui uma capacidade de dispersão activa baixa em ambientes com densidades 
populacionais elevadas (Harrington et al., 2005). Tal implica que, mesmo entre 
populações geograficamente próximas, o fluxo genético entre diferentes populações de 
Ae. aegypti é baixo (Ayres et al., 2004). Assim, a introdução por migração activa de 
indivíduos susceptíveis em populações resistentes é pouco provável. Tal facto reforça o 
pressuposto que, em particular para Ae. aegypti, o mais recomendável é alternar entre 
classe de insecticidas com a frequência suficiente para impedir a emergência de 
qualquer resistência (Ranson et al., 2010) e utilizar insecticidas biológicos devido ao 




5.3. Origem geográfica da população de Aedes aegypti da 
ilha da Madeira 
Os marcadores do ADN mitocondrial têm sido muito utilizados por todo o 
mundo para caracterizar a diversidade genética e a filogeografia de populações de Ae. 
aegypti (Gorrochotegui-Escalante et al., 2002; Bracco et al., 2007; Paduan e Ribolla, 
2008; Urdaneta-Marquez et al., 2008; Júnior e Scarpassa, 2009; Delatte et al., 2011). 
Os genes analisados neste estudo (ND4 e COI) foram seleccionados devido ao 
conhecimento dos seus polimorfismos obtido em estudos anteriores efectuados na 
mesma espécie (Gorrochotegui-Escalante et al., 2002; Costa-da-Silva et al., 2005; 
Beebe et al., 2005; Mousson et al., 2005; Bracco et al., 2007; Paupy et al., 2008; 
Urdaneta-Marquez et al., 2008; Paduan e Ribolla, 2008; Scarpassa et al., 2008; Júnior e 
Scarpassa, 2009; Delatte et al., 2011). Neste tipo de estudos é normal o uso de amostras 
pequenas (10 ou 15 indivíduos) e está demonstrado que a baixa diversidade, quando 
encontrada, não está relacionada com o tamanho da amostra (Kamgang et al., 2011a). 
Relativamente ao gene COI, no presente estudo foram encontrados apenas dois 
haplótipos: o HC1 com maior frequência (93.3%) e o HC2 com uma frequência muito 
baixa (6.66%). Neste último, verificou-se a ocorrência de heteroplasmia, sendo uma 
situação já documentada em ADN mitocondrial de Ae. aegypti (Black IV e Bernhardt, 
2009; Paduan e Ribolla, 2008). Assim, de modo a solucionar este problema, recorremos 
à clonagem do fragmento amplicado. Este é o melhor método para detectar a presença 
de “Numts” que possam estar a causar a heteroplasmia observada (Hlaing et al., 2009). 
Este processo permitiu observar a verdadeira sequência do fragmento de ADN 
mitoncondrial em estudo. 
Para o gene ND4, foram encontrados também dois haplótipos: o HN1 com maior 
frequência (93.3%) e o HN2 com uma frequência muito baixa (6.66%). 
Para o gene COI, os valores de diversidade nucleotídica encontrados no Brasil, π 
= 0,00651 ± 0,0003 por Scarpassa et al., (2008) e π=0.00485, por Paduan e Ribolla 
(2008) foram superiores à encontrada neste estudo (πCOI = 0,00153). 
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Do mesmo modo, os valores de diversidade nucleotídica deste presente estudo, 
para o gene ND4 (πND4 = 0,00548), foram inferiores aos encontrados no México (π = 
0,0143) por Gorrochotegui-Escalante et al., (2002), na Venezuela (π = 0,0187) por 
Urdaneta-Marquez et al., (2008) e no Brasil (π = 0,01997; π=0.01740) por Bracco et al., 
(2007) e Paduan e Ribolla (2008). No entanto, verificaram-se valores semelhantes de 
diversidade nucleotídica em populações do Perú e da Tailândia (π = 0,0079) (Costa-da-
Silva et al., 2005; Bosio et al., 2005). 
A baixa diversidade nucleotídica (πND4 = 0,00548; πCOI = 0,00153) encontrada 
na população de Ae. aegypti da ilha da Madeira é consistente com a recente introdução 
desta espécie na região. Tal pode ser devido a um possível efeito fundador, inerente à 
perda de variabilidade genética, que ocorre quando uma nova população é estabelecida 
a partir de um número pequeno de indivíduos oriundos de uma população maior (Hartl, 
2000).  
Neste estudo, e tal como noutros efectuados anteriormente com ND4, os valores 
de diversidade nucleotídica estimados para este gene,πND4 = 0,00548, foram mais 
elevados do que os obtidos com o gene COI (πCOI = 0,00153) (Gorrochotegui-Escalante 
et al. 2002; Herrera et al. 2006; Bracco et al. 2007; Scarpassa et al. 2008). Tal é 
explicado pelo facto de, em Ae. aegypti, o gene COI ser considerado mais conservado 
que o ND4 (Scarpassa et al. 2008).  
Ao alinharmos estes haplótipos encontrados na ilha da Madeira com outros 
detectados em estudos anteriores, verificámos que eram haplótipos já existentes noutros 
locais do globo (ver Tabela 23 e 25).  
A análise da rede de haplótipos feita neste estudo para o gene COI teve muito 
menos haplótipos para comparação do que o gene ND4. Mesmo assim, foi possível 
obter uma rede que corrobora os resultados obtidos na árvore desenhada com os 
haplótipos do gene ND4. Assim sendo, verificámos a presença, na ilha da Madeira, das 
duas linhagens mitocondriais designadas para este gene (Gorrochotegui-Escalante et al., 
2002; Costa-da-Silva et al., 2005; Bosio et al., 2005; Bracco et al., 2007; Scarpassa et 
al., 2008; Júnior e Scarpassa, 2009). O haplótipo HC1 enquadrou-se no denominado 
grupo II que apresenta haplótipos do Brasil e da África Oriental, enquanto que HC2 
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enquadrou-se num grupo I com haplótipos do Brasil e com um haplótipo oriundo da 
África Ocidental (Scarpassa et al., 2008 e Paduan e Ribolla, 2008). 
A análise mais completa da rede de haplótipos do gene ND4 evidenciou a 
presença na Madeira, tal como na rede do gene COI, de duas linhagens mitocondriais 
distintas identificadas para este gene em Ae. aegypti: a linhagem denominada de grupo 
II, onde se insere o haplótipo HN1 associado a outros oriundos das Américas (norte, 
central e sul), Ásia e África (oriental e ocidental) e uma segunda linhagem (grupo I) em 
que HN2 agrupa com haplótipos da África Ocidental (Senegal) e Américas (norte, 
central e sul). 
A presença destas duas linhagens distintas nas populações de Ae. aegypti é 
explicada por Bracco et al., (2007) do seguinte modo: Aedes aegypti terá atingido as 
Américas durante o século XVII e XVIII. A partir dos locais de introdução, as 
populações expandiram-se até à implementação das medidas de controlo adoptadas 
entre 1950 e 1960. Estas populações sofreram, como consequência da forte pressão de 
insecticidas, um bottleneck (efeitos de gargalo de garrafa). Em 1970, o controlo 
vectorial faliu e Ae. aegypti re-invadiu a maioria dos países americanos. Bracco e seus 
colaboradores sugerem dois cenários evolutivos possíveis que explicam esta re-invasão: 
(i) é possível que alguns indivíduos tenham sobrevivido ao programa intensivo de 
controlo vectorial adoptado pelos países americanos, recolonizando-os após a 
interrupção das medidas de controlo; (ii) ocorreu uma dispersão de Ae. aegypti a partir 
de países onde a erradicação nunca foi conseguida. De qualquer modo, uma linhagem 
antiga de Ae. aegypti aegypti, geneticamente mais próxima da subespécie silvática Ae. 
aegypti formosus, persistiu e dispersou-se pelas Américas. Os haplótipos dos grupos I 
(dos genes COI e ND4) podem ser representativos desta linhagem (Bracco et al., 2007; 
Júnior e Scarpassa, 2009). Quanto aos haplótipos dos grupos II (COI e ND4), estes 
devem ter sido introduzidos nas Américas durante os anos 80, como consequência das 
intensas trocas comerciais com países Asiáticos. Posteriormente, os haplótipos dos 
grupos II foram transportados para várias regiões, dentro dos próprios países, através 
das rotas comerciais (Bracco et al., 2007). 
Na ilha da Madeira os haplótipos mais frequentes de ambos os genes (HC1 e 
HN1) pertencem a estes grupos II. Estes haplótipos estão presentes em cidades com 
89 
 
grandes portos comerciais e grandes densidades demográficas do norte e sudeste do 
Brasil (Manaus, Belém, Santos, São Sebastião e Porto Velho), e, a partir destas 
localizações, poderão ter-se dispersado para outros locais do Mundo por via marítima. 
A ocorrência das duas linhagens de Ae. aegypti na ilha da Madeira poderá ter relevância 
epidemiológica, uma vez que vários estudos têm vindo a revelar que mosquitos de 
diferentes linhagens genéticas podem apresentar susceptibilidade desigual (i.e. 
competência vectora) à infecção com arbovirus (Beerntsen et al., 2000; Failloux et al., 
2002; Lourenço-de-Oliveira et al., 2004; Urdaneta-Marquez et al. 2008) e respostas 
distintas aos programas de controlo vectorial (Júnior e Scarpassa, 2009). 
A análise da rede de haplótipos do gene COI e do gene ND4 permitem-nos 
sugerir dois cenários para o estabelecimento da população de Ae. aegypti na ilha da 
Madeira (i) ocorreram pelo menos duas introduções independentes de Ae. aegypti, ou; 
(ii) ocorreu a introdução simultânea de mosquitos com os dois haplótipos identificados. 
Esta última hipótese é possivelmente a mais provável, pois a população em causa 
apresenta baixa variabilidade genética, pouco compatível com a existência de vários 
fenómenos de introdução (Kamgang et al., 2011a). No entanto, a possibilidade de terem 
ocorrido múltiplas introduções não deverá ser descurada, já que tal poderá ter um 
impacte epidemiológico importante na transmissão de doenças mediadas por Ae. 
aegypti. A existência de fluxo genético entre diferentes populações pode facilitar a 
dispersão de genes relacionados com a transmissão e, assim, aumentar a competência 
vectorial para a transmissão do vírus da dengue e da febre amarela (Scarpassa et al., 
2008). Além disso, estudos recentes demonstraram o importante papel das múltiplas 
introduções numa colonização bem sucedida por parte de espécies invasivas (Kolbe, 
2004; Zalewski et al., 2010). Exemplo disso foi evidenciado por Fonseca et al., (2001) 
quanto ao estabelecimento de Ae. (Finlaya) japonicus (Theobald, 1901) nos EUA. A 
fase de introdução de uma população numa nova região está normalmente sujeita a 
vários “bottlenecks”. Estes podem reduzir a variabilidade genética das populações 
fundadoras a níveis por vezes incompatíveis com uma fase subsequente de expansão. 
Múltiplas introduções terão como resultado um aumento da variabilidade genética da 
população invasora, permitindo a sua expansão eficiente e melhor adaptação a novos 
ambientes (Kamgang et al., 2011a). No caso da população de Ae. aegypti da ilha da 
Madeira ter resultado de um único evento de introdução, os haplótipos identificados 
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neste estudo deverão estar bem adaptados às condições ambientais da região já que a 
espécie continua a expandir-se, tanto para oeste como para este do concelho do Funchal, 
local presumível da sua introdução. 
 
5.4. Conclusões finais 
Com base na análise molecular do ADN mitocondrial não é possível fazer uma 
inferência precisa sobre a origem geográfica de Ae. aegypti que invadiu a ilha da 
Madeira. No entanto, e com base na informação disponível, os haplótidos identificados 
para a Madeira, encontram-se apenas referenciados em simpatria (para o país), no 
Brasil, Venezuela, EUA e México (Figura 29). No que se refere à análise dos alelos kdr, 
a mutação V1016I, conferente de resistência aos piretróides, já foi assinalada em 
populações do Brasil, Venezuela, México, Martinica e ilhas Caimão (Figura 32). No 
entanto, as frequências alélicas desta mutação obtidas nestes países foram superiores à 
estimada para a ilha da Madeira. Do mesmo modo, V1016I ocorre em diversas regiões 
do Brasil com frequências claramente superiores à da ilha da Madeira (Martins et al., 
2009a; Martins et al., 2009b). Exceptua-se a área de Boa Vista (Martins et al., 2009b) 
onde a frequência alélica desta mutação (0.05) é semelhante aos valores estimados para 
a Madeira.  
Com base nos dados genéticos obtidos e face ao elevado número de imigrantes 
brasileiros na Madeira e à grande comunidade de madeirenses (aproximadamente 300 
mil) emigrados na Venezuela, e ao consequente elevado tráfego entre a Madeira e estes 
dois países, a hipótese mais provável é que Ae. aegypti seja oriundo destas regiões da 
América Latina. 
Os elevados níveis de resistência ao DDT e aos piretróides, detectados na 
população de Ae. aegypti da ilha da Madeira, não parecem poder ser totalmente 
justificados pela frequência de mutações kdr estimadas neste estudo. Do mesmo modo, 
a pressão selectiva exercida pelas medidas de controlo vectorial implementadas pelas 
autoridades de saúde da RAM, não parecem explicar a existência de tais resistências. 
Assim, os resultados referentes ao estudo da sensibilidade da população de Ae. aegypti 
aos insecticidas, associados à estimativa da frequência dos alelos kdr e à análise 
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filogeográfica baseada no ADN mitocondrial, reforçam a ideia de que as resistências 
aos insecticidas detectadas na população da Madeira já deveriam existir nos indivíduos 
que colonizaram a região. 
 
Figura 29. – Representação da distribuição dos haplótipos do gene ND4 e mutações kdr encontrados 
neste estudo. Legenda: Verde-escuro – apenas HN2 (Senegal); Verde-intermédio – onde HN1 e HN2 
se encontram em simpatria (Madeira, EUA,México, Venezuela e Brasil); Verde-claro - apenas HN1 
(Perú e Guatemala); Círculos pretos – locais com a mutação kdr V1016I já descrita. 
 
5.5. Perspectivas futuras 
O aumento de espécies invasivas na Europa poderá servir de catalisador ao 
desenvolvimento de doenças até aqui presentes na Europa apenas quando algum 
viajante infectado regressava de um país endémico. A introdução e a rápida expansão de 
Ae. albopictus pela Europa é um exemplo do risco actual no que se refere à (re)-
emergência de doenças transmitidas por vectores (Reiter, 2010). O estabelecimento de 
Ae. albopictus permitiu a ocorrência de casos autóctones de febre da dengue e 
chikungunya em França (Gould et al., 2010) e de um surto de chikungunya no norte de 
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Itália (Rezza et al., 2007). A possível reintrodução de Ae. aegypti na Europa aumenta 
mais ainda a possibilidade de transmissão de arbovírus ao Homem. O risco de 
reintrodução desta espécie no sul da Europa é mais elevado, pois aí o clima, mais quente 
e húmido, permite a manutenção de populações do mosquito durante todo o ano (Reiter, 
2010). No norte da Europa, onde o clima é mais temperado, o risco de introdução será 
mais elevado nos meses mais quentes do ano, pois suspeita-se que as populações de Ae. 
aegypti não sobrevivam ao inverno da região. No entanto, Ae. aegypti foi recentemente 
detectado na Holanda em depósitos de pneus (Brown et al., 2010). Após a verificação 
de que a introdução da espécie ocorreu a partir de um carregamento de pneus vindo de 
Miami, foi implementado um controlo rigoroso sobre a importação de pneus vindos dos 
EUA, de modo a evitar futuros incidentes (Brown et al., 2010). Este estudo realça a 
necessidade de se determinar inexoravelmente a origem geográfica do mosquito da ilha 
da Madeira recorrendo a outros marcadores moleculares, tais como microssatélites, e 
esclarecer o seu modo de introdução de modo a possibilitar a aplicação de medidas 
preventivas de futuras introduções de Ae. aegypti na região. 
A possibilidade de se determinar com precisão a origem geográfica da população 
da ilha da Madeira, possibilitaria ainda inferências sobre a sua competência vectora para 
a transmissão de arbovírus patogénicos para o Homem. Embora, se assuma, através de 
vários estudos laboratoriais de infecção artificial de Ae. aegypti com vírus da dengue 
(Failloux et al., 2002), e através da história de ocorrências de epidemias desta doença na 
América Latina, que Ae. aegypti é competente para a transmissão deste arbovírus, sabe-
se que este parâmetro epidemiológico pode variar de acordo com o vírus transmitido e a 
sua estirpe, assim como, com a população do mosquito que o transmite. As populações 
de Ae. aegypti da Venezuela são muito susceptíveis à dengue, tal como demonstrou 
Urdaneta-Marquez et al., (2008) quando investigou a competência vectora para o 
serotipo 2, embora, actualmente, já circulem todos os quatros serotipos da dengue no 
país. Já para o Brasil, Lourenço-de-Oliveira et al., (2004) verificou que a competência 
vectora para o serotipo 2 da dengue era muito variável, apresentando valores de 21.6% 
(região Nordeste) a 99% (Norte da Amazónia). 
Como perspectiva futura, seria igualmente interessante continuar a monitorizar 
geneticamente a população madeirense de Ae. aegypti. Tal permitiria descartar a 
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ocorrência de novos haplótipos, fruto de outras introduções, e seguir a evolução desta 
população insular. 
Seria também desejável obtermos informação sobre a estrutura genética de Ae. 
aegypti nesta ilha. O conhecimento da variação genética e o grau de diferenciação 
genética entre populações pode ser muito importante para modelar a disseminação de 
infecções arbovíricas num cenário de introdução local do agente infeccioso. Este 
conhecimento é também importante para a implementação de programas de controlo 
vectorial visto que pode prever o modo de dispersão de genes de interesse, como 
aqueles que conferem resistência a insecticidas, e monitorizar o impacto das estratégias 
de controlo (Sousa et al., 2008).  
A ocorrência de um surto arbovírico transmitido por Ae. aegypti na ilha da 
Madeira, parece ser uma possibilidade a considerar. A ilha da Madeira é uma região 
turística visitada por milhares de turistas todos os anos. Apresenta também elevado 
número de imigrantes oriundos do Brasil, país onde emergiram surtos recentes da 
dengue nas suas maiores cidades (Coelho et al., 2008), e um clima tropical húmido, 
propício ao desenvolvimento do vector e proliferação de arbovírus. De salientar também 
que 45% (99214 habitantes) da população da ilha reside no concelho do Funchal, 
(Melim, 2009), local onde foi reportado pela primeira vez a espécie Ae. aegypti. Esta 
elevada densidade demográfica, combinada com o clima da região e uma população não 
imune, põe em evidência a vulnerabilidade da região para a emergência da dengue ou 
outras doenças transmitidas por Ae. aegypti. Actualmente já está em curso um projecto 
que visa a avaliação da capacidade vectorial e o risco de introdução de arboviroses nesta 
região. O projecto está a ser desenvolvido através de uma parceria do IHMT com o 
IASAÚDE e o IGOT apresentando como objectivos a definição do nível de risco, a 
delimitação de zonas de maior vulnerabilidade e a modelação da propagação de uma 
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Resultado da análise de Pearson (“Pearson goodness-of-fit chi-square”) ao 
modelo “probit” para as rectas de regressão estimadas referentes ao número de 
mosquitos tombados (knock-down”) durante os ensaios diagnóstico da OMS, ao longo 
do tempo de exposição aos insecticidas: DDT, malatião, permetrina e deltametrina. 
Nestes casos testou-se a seguinte hipótese nula - H0 =  o modelo “probit” ajusta-se 
adequadamente aos dados dos ensaios. O nível de significância seleccionado para 

































Abaixo, indicam-se os valores, estimados com base no modelo “probit”, para os tempos de 
exposição referentes a cada um dos insecticidas testados pelos ensaios diagnóstico da OMS, 
capazes de produzir percentagens de mortalidade entre 1% e 99,9%. 
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